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Thème 

Réponses hydriques et physiologiques du gombo (Abelmoschus 

esculentus L.) conduit sur substrat bentonisé sous contrainte 

saline. 
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Résumé 

L’objectif de ce travail vise à évaluer les réponses hydrique, physiologique et 

métabolique des plantes âgées de deux mois du gombo (Abelmoschus esculentus L.) 

cultivé sur substrat sans et avec bentonite sous contrainte saline. 

Dans des conditions de stress salin, les plantes développent des mécanismes de 

défenses très complexes et varient d’une espèce à l’autre, voire d’une variété à l’autre 

dans la même espèce. Ces mécanismes permettent à la plante d’atténuer et surmonter 

l’effet toxique du NaCl au niveau de la cellule. 

L’application du NaCl sur le gombo âgé de deux mois et conduit sur substrat sans 

bentonite s’exprime par des changements du statut hydrique de la plante, en diminuant le 

contenu hydrique des feuille et en réduisant le taux de transpiration suite à la fermeture 

des stomates, ce qui provoque la réduction de l’activité photosynthétique. Sous contrainte 

saline, les plantes réagissent en synthétisant des osmoticums comme les sucres solubles, 

la proline et les protéines. Ces composés jouent un rôle important dans l’ajustement 

osmotique, leur accumulation est un indice de résistance à la salinité. Outre, un stress 

oxydatif se manifeste, cela se traduit par l’accumulation de peroxyde d’hydrogène et 

d’une peroxydation lipidique témoignant l’instabilité de la membrane cellulaire, 

accompagnée d’une accumulation de polyphénols et des flavonoïdes. 

Les résultats montrent aussi que le Na+ s’accumule davantage dans les racines que 

dans les feuilles, alors que le Ca++ et le K+ migrent vers le système foliaire. 

Nos résultats indiquent que l’ajout de bentonite au substrat de culture améliore 

l’aptitude du gombo à tolérer les concentrations de NaCl croissantes, en accumulant 

davantage les composés organiques comparativement au substrat sans bentonite ; ce qui 

explique le maintien de la turgescence cellulaire, appréciée par les teneurs relatives en 

eau sous tous les traitements salins.  

Par ailleurs, sous la concentration modérée (100 mM) en NaCl, les plantes 

cultivées sous substrat bentonisé aux deux doses montrent une certaine résistance, cela 

est justifié à travers les valeurs de l’indice de sensibilité relative à la salinité (I.S.R.S) 

moins importantes comparativement à celles enregistrées pour les plantes cultivées sous 

substrat sans bentonite.  

 

Mots clés : Gombo, NaCl, Bentonite, Etat hydrique, Stress oxydatif, Marqueurs 

métaboliques du stress, ISRS.  

 



Abstract 

The objective of this work is to evaluate the water, physiological and metabolic responses 

of two months-old plants of okra (Abelmoschus esculentus L.) grown on substrate with 

and without bentonite under salt stress. 

Under conditions of salt stress, plants develop very complex defense mechanisms 

and vary from one species to another or even one variety to another in the same species. 

These mechanisms allow the plant to attenuate and overcome the toxic effect of NaCl at 

the cell level. 

The application of NaCl on okra aged two months and coultivated on substrate 

without bentonite is expressed by changes in the water status of the plant, reducing the 

water content of the leaf and the transpiration rate following closure of the plants. stomata, 

which causes the reduction of photosynthetic. Under salt stress, plants react by 

synthesizing osmotica such as soluble sugars, proline and proteins. These compounds 

play an important role in the osmotic adjustment, their accumulation is an index of 

resistance to salinity. In addition, oxidative stress is manifested, us results in the 

accumulation of hydrogen peroxide and lipid peroxidation testifying the instability of the 

cell membrane, accompanied by an accumulation of polyphenols and flavonoids.. 

The results also show that Na + accumulates more in the roots than in the leaves, 

while Ca ++ and K + migrate to the leaf system. Our results indicate that the addition of 

bentonite to the culture substrate improves okra's ability to tolerate increasing NaCl 

concentrations, further accumulating organic compounds compared to the substrate 

without bentonite; which explains the maintenance of cell turgor, appreciated by the 

relative water content under all saline treatments. 

Moreover, under the moderate concentration (100 mM) in NaCl, the plants grown 

under bentonized substrate at both doses show some resistance, this is justified by the 

values of the lower relative salinity sensitivity index (ISRS). compared to those recorded 

for plants grown under substrate without bentonite. 

 

Key words: Okra, NaCl, Bentonite, water status, Oxidative Stress, Metabolic Markers of 

Stress, I.S.R.S. 

 

 

 



  ملخص

 في غرسها تم شهرين عمرها  ( .Abelmoschus esculentus L)البامية نبتة إستجابات تقييم إلى العمل هذا يهدف

 آليات النباتات تطور الملحي، الإجهاد ظروف ظل في .الملح ضغط تحت البنتونيت، تركيز ناحية من مختلفة أوساط

 للنبتة تسمح الآليات هذه. النوع نفس في ىآخر إلى سلالة من حتى أو آخر إلى نوع من تختلفو للغاية معقدة دفاع

 .الخلوي مستوىال على NaCl للـ السام التأثير على والتغلب بالتخفيف

 الماء محتوى من يقلل  البنتونيت من الخالي الوسط في شهرين عمرها يبلغ التي البامية على الصوديوم كلوريد تطبيق 

 الملح، ضغط تحت .الضوئي التمثيل نشاط من الحد إلى يؤدي مما الثغور، إغلاق بعد النتح معدل من ويقلل الورقة في

 هذه تلعب. والبروتينات والبرولين للذوبان القابلة السكريات مثل عضوية مركبات تصنيع طريق عن النباتات تتفاعل

 يتجلى ذلك، إلى بالإضافة. الملوحة لمقاومة مؤشرًا تراكمها ويمثل الأسموزي، التعديل في مهمًا دورًا المركبات

 غشاء استقرار عدم تشهد التي وبيروكسيد الدهون الهيدروجين بيروكسيد تراكم إلى يؤدي وهذا التأكسدي، الإجهاد

 .وفلافونيدات البوليفينول تيماد تراكم يرافقه .الخلية

 نظام إلى يهاجران K+ و  Ca++ أن حين في الأوراق، في منه الجذور في أكثر يتراكم  Na+ أن النتائج أظهرت كما

 .الأوراق

 كلوريد تركيزات زيادة تحمل على البامية قدرة يحسن الزراعي للوسط البنتونيت إضافة أن إلى تشير نتائجنا

 تقديره عن الخلية، اندباج يفسر مما البنتونيت؛ دون وسطبال مقارنة العضوية المركبات تراكم من يزيد مما الصوديوم،

 من( مولار ملي 100) المعتدل التركيز ظل في ذلك، على علاوة .المالحة العلاجات جميع تحت النسبي الماء محتوى

NaCl ، قيم خلال من يبرر وهذا المقاومة، بعض الجرعتين كلتا في البنتونية الاوساط في تنمو التي النباتات تظهر 

 .البنتونيت من خال وسط في التي للنباتات المسجلة تلك مع بالمقارنة .(ISRS) النسبية للملوحة الأقل الحساسية مؤشر
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INTRODUCTION 

Les modifications environnementales, dues aux changements climatiques marqués 

depuis quelques décennies, se traduisent essentiellement par un déficit hydrique important et la 

progression de la salinité, notamment dans les régions arides et semi-arides (Stoetzel et 

al.,2014; Diack et al.,2015). Ces écosystèmes sont caractérisés par des périodes de sécheresses 

rigoureuses et fréquentes couvrant environ 2/3 de la surface des terres (Benbrahim et al., 

2004 ; Stavi et al., 2014). A l’échelle mondiale, il est estimé que presque 6% de terres sont 

affectées par le sel (Eynard et Keith, 2006), dont 3.8 % sont situés en Afrique (Manchanda 

et Garg, 2008).  

La salinité est l’un des facteurs écologiques susceptibles de limiter la croissance et le 

développement des plantes (Faghire et al.,2011), imposant des changements importants dans 

la morphologie, la physiologie et les marqueurs  biochimiques du métabolisme végétal (Ben 

Naceur,2001; Shahid et al., 2014 ; Achour,2016). D’autre part, la toxicité des ions, le stress 

osmotique et le déséquilibre nutritif associés ont un impact néfaste sur la croissance des plantes 

et leur productivité (Mguis et al., 2011; Salehi et Arzani, 2014).  

Dans les conditions de stress, les plantes développent des mécanismes de défense très 

complexes et varient d’une espèce à l’autre, voire d’une variété à l’autre dans la même espèce 

(Ashraf, 2009). Afin d’atténuer l’effet du stress salin, les plantes sont capable de synthétiser 

des composés organiques dits osmoprotecteurs, tels que les sucres solubles (Boriboonkaset et 

al.,2013), les acides aminées et particulièrement la proline (Belkhodja et Ait Saadi.,1993 

;Slama et al., 2014 ; Ouis.,2016), les hormones (Amjad et al., 2014), les polyamines 

(Todorova et al., 2013). Ces composées protègent les plantes contre le stress salin en 

contribuant à l'ajustement osmotique (Denden et al., 2005 ; Rahim Guealia et al.,2017), un 

processus primordial qui permet à la cellule de maintenir sa turgescence (Berka et Aïd, 2009). 

Certains solutés remplissent une fonction supplémentaire en protégeant les organites cellulaires 

de la déshydratation (Rasool et al., 2013). D’autres mécanismes se manifestent lors du stress 

salin afin de limiter les pertes en eau comme la régulation stomatique (Saleem et al.,2011), la 

régulation phytohormonale (Ashraf et al., 2010), et le transport de l’eau (Akram et al., 2012 ). 

Certaines espèces végétales réagissent également aux contraintes salines soit par l'exclusion ou 

l'inclusion d'ions toxiques de leurs pousses ou de leurs racines (Richard, 2006). 

Chez les plantes le stress salin est souvent accompagné d’un stress oxydatif                           

(Jayakannan et al., 2015 ; Mahi et al.,2015). Par ailleurs, le stress oxydatif est définie comme 

l’incapacité de l’organisme à se défendre contre l’agression des espèces réactives de 

l’oxygène (ROS), suite à un déséquilibre lié soit à une production accrue de ROS, soit à une 

diminution de la capacité de défenses antioxydantes (Bonnefont-Rousselot et al., 2003). Les 
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organismes végétaux ont développé  des mécanismes de  défense antioxydants  qui peuvent être 

des enzymes ou non enzymatiques (l’acide ascorbique, le glutathion, l’α-tocophérol, les 

caroténoïdes, les flavonoïdes, polyphénols (Karuppanapandian, et al., 2011;  Belahcene et 

al., 2015). ces antioxydants  s'accumulent davantage  pendant le stress salin (Sudhakar et al., 

2001). 

Depuis de nombreuses années, l’Algérie fait partie du groupe de pays caractérisés par 

des sols salés (Gaucher et Burdin, 1974). Pour faire face à cette situation, des actions peuvent 

être entreprise en vue de sauvegarder et de réhabiliter ces écosystèmes, en utilisant des moyens 

techniques comme le drainage et/ou l’usage des ressources naturelles disponibles comme 

bentonite. Dans ce contexte s’intègre notre étude pour évaluer le comportement hydrique, 

physiologique et métabolique du Gombo (Abelmoschus esculentus), cultivé sur substrat 

bentonisé en présence de contrainte saline. 

  Pour répondre à cet objectif, nous avons axé notre travail d’abord sur une analyse des 

paramètres hydriques tels que la teneur relative en eau (RWC), la déperdition en eau (RWL), la 

résistance stomatique (RS) et la conductance stomatique (CS), des feuilles des plantes cultivées 

sur substrat additionné de bentonite et soumise à différentes concentrations de sel (NaCl).  

Dans une seconde étape, nous nous sommes intéressés à l’évaluation des paramètres 

métaboliques comme les chlorophylles, les sucres solubles, la proline et les protéines. 

Dans une troisième étape, nous nous sommes orienté vers l’examen du stress oxydatif 

à travers une analyse des marqueurs du stress oxydatif (MDA, H2O2) et de déterminer l’activité 

antioxydante des plantes sous la contrainte saline. 

Une analyse des variations des cations Na+, K+ et Ca++ appuyée par une étude des ratios 

cationiques des parties aériennes et souterraines est nécessaire pour  examiner l’effet de la 

salinité et la bentonite sur la nutrition minérale des plantes. 

La dernière partie se complète par l’étude de la résistance des plantes à la salinité à 

travers l’application de l’indice de sensibilité relative à la salinité. 
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I. La salinité 

La salinisation est l’un des processus majeurs qui contribuent à la dégradation des 

terres agricoles (Boualla et al., 2012) . C’est la quantité des sels solubles qui se trouve 

en excès dans le sol (Chesworth, 2008).  

Les sels solubles englobent une large gamme d’anions et de cations présents dans le 

sol soit sous forme cristallisée, soit sous forme dissoute dans la solution du sol, soit sous 

forme adsorbée sur la surface des colloïdes (Douaik, 2005).  

 

1. Les différents types de salinisation 

L'ion sodium représente 2,27 % du nombre d’atomes de la croûte terrestre. Elément 

mobile sous sa forme soluble. Il peut intervenir dans la pédogenèse, soit sous la forme 

saline (salinisation), soit sous forme échangeable (sodisation), soit les deux formes 

simultanément. 

Dans les sols, le sodium peut s’adsorber sous forme ionique à la surface des argiles et 

s’accumuler à la faveur de l’évaporation, sous forme de solution concentrée et/ou de 

cristaux de sels.  

La salinisation est le processus qui accroît la quantité de sels soluble dans les sols : 

lorsque celle-ci est trop élevée dans la solution du sol, la plante subit un stress qui 

ressemble à celui provoqué par la sécheresse (Diarra, 1991). 

 L’alcalinisation se produit lorsque le pH du sol augmente à des valeurs supérieures à 

8.2. Elle est souvent accompagnée du processus de sodisation : lorsque le sodium est 

l’élément majoritaire adsorbé sur les argiles, il produit un cortège d’effets physiques et 

chimiques préjudiciables pour le sol et la plante (Diarra, 1991). 

 

2.  Origines de la salinité  

a. naturels.  

Les processus géologiques, hydrologiques et pédologiques naturels sont à 

l’origine de la formation de la plupart des sols sodiques et salins. L’altération des roches 

mères contenant des minéraux nécessaires à la formation des sels solubles (minéraux 

sodiques, potassiques, magnésiens, de produits de l’hydrothermalisme riches en soufre et 

en chlore, ou de la dissolution des évaporites) (IRD, 2008). L'océan peut être une source 

principale de la salinité, notamment dans les zones côtières (Kloppmann et al., 2011) où 

le matériau de base est constitué de dépôts marins anciens. Les eaux salées des nappes 
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phréatiques ou artésiennes peuvent aboutir à la salinité par remontée de la nappe (Ben 

Hassine, 2005). 

 

b.  Salinisation anthropique 

  Les produits chimiques provenant des émissions industrielles peuvent s'accumuler 

dans le sol et si la concentration est suffisamment élevée, cela peut entraîner une 

accumulation de sel dans la couche supérieure du sol (Szaboles, 1992). De même, l'eau 

avec une concentration en sel importante telle que les eaux usées des municipalités et des 

boues peut contaminer le sol supérieur causant plus tard la salinisation et / ou 

l'alcalinisation (Bond, 1998). 

 

3. L’impact de la salinité sur la plante 

La salinité affecte directement et indirectement l'environnement en induisant des 

changements dans la couverture végétale et les propriétés physico-chimiques des sols. En 

conséquence, la perte de la biodiversité, la diminution de la faune (Barnum, 2005) et la 

perturbation des écosystèmes entraînent une perte de résilience de l'écosystème (Barrett-

Lennard et al., 2005) qui affectent les cycles locaux du climat, de l'eau et des minéraux. 

Les sels dans la solution du sol peuvent inhiber la croissance des végétaux suite à la 

réduction de la capacité de la plante à absorber l'eau, c'est ce que l'on appelle l'effet 

osmotique ou déficitaire en eau de la salinité (sécheresse physiologique) (Mahajan, 

2005). 

Le sel provoque à la fois des effets toxiques et osmotiques sur les plantes et la plupart 

des réponses connues des plantes à la salinité sont liées à ces effets (Yeo, 1998). La 

réponse générale des plantes à la salinité est la réduction de la croissance (Ghoulam et 

al., 2002). Les effets osmotiques des sels sur les plantes résultent de l'abaissement du 

potentiel hydrique du sol en raison de l'augmentation de la concentration de soluté dans 

la zone racinaire. 

Des concentrations ioniques élevées peuvent perturber l'intégrité et la fonction des 

membranes ; Interfère avec l'équilibre interne du soluté et l'absorption des nutriments, 

provoquant des symptômes de carence nutritionnelle semblables à ceux qui se produisent 

en l'absence de salinité (Grattan et Grieve, 1999). D’atres symptômes de dommages aux 

plantes peuvent être reconnus, tels que la nécrose et la brûlure des feuilles due aux ions 

Na + ou Cl- (Wahome et al., 2001). 
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a. L’état hydrique de la plante 

La présence du sel dans le milieu racinaire peut conduire à une diminution du potentiel 

hydrique des feuilles et par conséquent, peut affecter de nombreux processus végétaux 

(Romero-Aranda et al., 2001). Les effets osmotiques du sel sur les plantes résultent de 

l'abaissement du potentiel hydrique du sol dû à l'augmentation de la concentration de 

soluté dans la zone racinaire. Cette condition interfère avec la capacité des plantes à 

extraire l'eau du sol et à maintenir la turgescence (Turan, 2005). Cependant, à une 

concentration en sel faible ou modérée (potentiel d'eau du sol plus élevé), les plantes 

s'adaptent osmotiquement et maintiennent un gradient potentiel pour l'afflux d'eau.  

 

b.  La photosynthèse  

L'inhibition de la croissance végétative chez les plantes soumises à la salinité est 

associée à une inhibition marquée de la photosynthèse (Fisarakis et al., 2001). L'effet de 

la salinité sur le taux de photosynthèse dépend de la concentration en sel et des espèces 

végétales. Il est prouvé qu'à une faible concentration en sel, la salinité peut stimuler la 

photosynthèse. Par exemple, dans B. parviflora, Parida et al ( 2004) ont indiqué que le 

taux de photosynthèse augmente à faible salinité et diminue à une salinité élevée. 

La diminution du taux de photosynthèse due à la salinité induit la déshydratation des 

membranes cellulaires qui réduisent leur perméabilité au CO2 (Iyengar et Reddy, 1996). 

Ainsi, la réduction de la conductance stomatique a pour effet de restreindre la 

disponibilité de CO2 pour les réactions de carboxylation (Brugnoli et Bjorkman, 1992). 

La fermeture des stomates réduit au minimum la perte en eau par la transpiration, ce qui 

affecte les systèmes de récolte de la lumière et de conversion de l'énergie, entraînant ainsi 

une altération de l'activité des chloroplastes (Iyengar et Reddy, 1996).  

Il existe également des rapports d'inhibition non stomatique de la photosynthèse sous 

stress salin. Cette inhibition non stomatique est due à une résistance accrue à la diffusion 

de CO2 dans la phase liquide de la paroi du mésophylle au site de la réduction du CO2 

dans le chloroplaste et de l'efficacité réduite de RuBPCase (Iyengar et Reddy, 1996). 

 

c.  Nutrition minérale  

L'absorption élevée de sel (NaCl) est en concurrence avec l'absorption d'autres ions 

nutritifs, tels que K +, Ca++, N et P, entraînant des troubles nutritionnels et finalement un 

rendement et une qualité réduits (Grattan et Grieve, 1999).  
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  Le stress salin a des effets stimulants et inhibiteurs sur l'absorption de certains 

micronutriments par les plantes. les déséquilibres nutritionnels peuvent résulter de l'effet 

de la salinité sur la disponibilité des éléments nutritifs, de l'absorption compétitive, du 

transport ou du cloisonnement à l'intérieur de la plante (Villora et al., 2000). 

 

4.  Mécanismes de résistance des plantes au stress salin 

Levitt (1980) a qualifié les mécanismes d'évitement et de tolérance et a utilisé le terme 

«résistance aux sels» pour désigner une combinaison de stratégies de tolérance et 

d'évitement.  

a. Exclusion et inclusion d'ions 

   Les glycophytes et les halophytes ne peuvent pas tolérer de grandes quantités de 

sel dans le cytoplasme, donc dans des conditions salines, ils limitent les sels en excès dans 

la vacuole ou compartimentent les ions dans différents tissus pour faciliter leurs fonctions 

métaboliques (Zhu, 2003). Les glycophytes limitent l'absorption de sodium ou séparent 

le sodium dans les tissus plus anciens, tels que les feuilles, qui servent de compartiments 

de stockage qui sont éventuellement abattus (Cheeseman, 1988). L’élimination du 

sodium du cytoplasme ou de la compartimentation dans les vacuoles est effectuée par un 

enzyme anti-sel Na + / H + inductible par le sel (Apse et al., 2003). Cependant, l'inclusion 

d'ions dans le cytoplasme peut conduire à un ajustement osmotique qui est généralement 

accepté comme une adaptation importante à la salinité (Hanana, 2009). 

 

b. Synthèse des solutés compatibles 

La présence de sel dans le milieu de croissance des plantes conduit souvent à 

l'accumulation de composés de faible masse moléculaire, appelés solutés compatibles, 

qui n'interfèrent pas avec les réactions biochimiques normales (Hasegawa et al., 2000). 

Ces solutés compatibles comprennent principalement la proline et la glycine bétaïne  

(Girija et al., 2002).  

La proline joue un rôle primordial dans l'ajustement osmotique, la protection des 

enzymes et des membranes, ainsi que comme réservoir d'énergie et d'azote pour être 

utiliser pendant l'exposition à la salinité (Ashraf et Foolad, 2009). 

  L'accumulation de composés contenant de l’azote tels que les acides aminés, les 

amides, les protéines et les polyamines est souvent corrélée avec la tolérance végétale au 

sel (Mansour, 2000). Ces composés sont rapportés pour fonctionner dans l'ajustement 
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osmotique, la protection des macromolécules cellulaires et le piégeage des radicaux 

libres. 

D'autres solutés compatibles qui s'accumulent dans les plantes sous stress salin 

comprennent des glucides tels que les sucres (glucose, fructose, saccharose, fructanes) et 

de l'amidon (Parida et al., 2002). On rapporte que les polyols constituent un pourcentage 

considérable de solutés compatibles et servent de piégeurs de radicaux oxygène induits 

par le stress et sont également impliqués dans l'ajustement osmotique et l'osmoprotection 

(Noiraud et al., 2001). 

c. Contrôle de l'absorption ionique par les racines 

Les plantes régulent l'équilibre ionique pour maintenir le métabolisme normal. Par 

exemple, l'absorption et la translocation d'ions toxiques tels que Na+ et Cl- sont limitées, 

et l'absorption d'ions métaboliquement nécessaires tels que K+ est maintenue ou 

augmentée. Ils le font en régulant l'expression et l'activité des transporteurs K+ et Na+ et 

de la pompe H+ qui génèrent la force motrice du transport ionique (Zhu et al., 1993 ). Il 

est bien documenté qu'un degré plus élevé de tolérance au sel chez les plantes est associé 

à un système plus efficace pour l'absorption sélective de K+ sur Na+ (Noble et Rogers, 

1992).  

d. Modifications de la capacité photosynthétique 

La réduction des taux de photosynthèse chez les plantes sous stress salin est 

principalement due à la réduction du potentiel hydrique. À cet effet, certaines plantes, 

comme l'halophyte facultatif (Mesembryantheman crystallinum), déplacent leur mode C3 

de photosynthèse vers CAM (Cushman et al., 1989). Ce changement permet à la plante 

de réduire la perte d'eau en ouvrant les stomates la nuit. Dans les espèces tolérantes au sel 

comme Atriplex lentiformis, on observe un déplacement de la voie C3 vers C4 en réponse 

à la salinité (Zhu et Meinzer, 1999). 

  La régulation de la biosynthèse du métabolisme et de l'activité de la chlorophylle 

est primordiale pour les processus physiologiques. Cette régulation de la biosynthèse de 

la chlorophylle peut être une bonne stratégie de défense. Depuis la biosynthèse de la 

chlorophylle est une ramification de la voie de l'acide mévalonique, voie importante du 

métabolisme secondaire, les voies de ce point clé (α-levulunate) sont probablement 

détournées vers la biosynthèse des osmolytes compatibles. 
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e.   Induction d’antioxydants 

Toutes les contraintes biotiques et / ou abiotiques entraînent la production d'espèces 

réactives d'oxygène (ROS) (Guo et al., 2004 ;  Panda et al., 2015), comme O2
.- 

(radical 

superoxyde), H2O2 (peroxyde d’hydrogène), O2 (oxygène singulet) et 
.
OH (radical 

hydroxyle) (Puyang et al., 2015 ). Ces espèces provoquent des lésions aux biomolécules 

tels que les lipides membranaires, les protéines, les pigments, les enzymes, les acides 

nucléiques, elles peuvent entrainer également des mutations de l’ADN (Moller et 

al.,2007 ; Abogadallah, 2010). 

Les plantes possèdent des systèmes efficaces pour éliminer les espèces d'oxygène 

actif qui les protègent des réactions oxydatives destructrices. Ces mécanismes peuvent 

être divisés en deux catégories selon l’implication directe ou indirecte des enzymes (Sofo 

et al., 2004). 

La synthèse des métabolites secondaires tels que le tocophérol, les polyphénols, les 

flavonoïdes, les alcaloïdes et les caroténoïdes permet à la cellule végétale de se protéger 

contre les agents agresseur provoqués par les contraintes du milieu (Misirli et al., 2001), 

ces  mécanismes non-enzymatique maintien l’équilibre oxydo-reduceur de la cellule 

(Leopoldini et al., 2011). 

Par ailleurs, les enzymes antioxydantes sont des éléments clés dans les mécanismes 

de défense. Garratt et al. (2002)  ont énuméré certaines de ces enzymes comme la 

catalase (CAT), la glutathion-réductase (GR), le superoxyde dismutase (SOD) et la 

glutathion-S-transférase (GST).Superoxyde dismutase qui métabolise les radicaux 

oxygène (O2) en peroxyde d'hydrogène (H2O2) protégeant ainsi les cellules des 

dommages. La catalase, la peroxydase d'ascorbate et une variété de peroxydases 

catalysent la décomposition subséquente de H2O2 en eau et en oxygène (Garratt et al., 

2002). 

Les plantes ayant des niveaux élevés d'antioxydants présentent une plus grande 

résistance à ces dommages oxydatifs (Spychalla et Desborough, 1990). Le mécanisme 

par lequel la salinité affecte les réponses antioxydants n'est pas encore clair. Cependant, 

Meneguzzo et Navarilzzo (1999) ont proposé que ce soit par le changement de l'intégrité 

de la membrane causé par un Ratio Na + / Ca+ + élevé. 
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f. Induction des hormones végétales 

Le niveau des hormones végétales telles que l'ABA et les cytokinines augmente suite 

à la perception du stress au niveau racinaire, ensuite le signal se propage vers le système 

vasculaire foliaire (Vaidyanathan et al., 1999). 

 Les effets inhibiteurs du NaCl sur la photosynthèse, la croissance et la translocation 

des assimilas se sont révélés être atténués par ABA qui agit sur l’ouverture et la fermeture 

des stomates (Grondin et al., 2015 ). Il existe également des preuves de l'implication de 

l'ABA dans la phosphorylation/ réversible des protéines, via des kinases de type MAPK 

(Mitogen Activated Protein Kinase),ou CDPK (kinases Ca2+ -dépendantes) et des 

phosphates (Kroniewicz, 2011), ainsi que la modification des niveaux de calcium 

cytoplasmique, suivie d’une deuxième modification du Ca2+ cytosolique (white et 

Broadley, 2003). L'augmentation de l'absorption de Ca+ + est associée à l'élévation de 

l'ABA sous stress salin et contribue ainsi à l'entretien de l'intégrité membranaire, ce qui 

permet aux plantes de réguler l'absorption et le transport à des niveaux élevés de salinité 

externe à plus long terme (Chen et al., 2001). l'ABA réduit la libération de l'éthylène et 

provoque l'abscission des feuilles probablement en diminuant l'accumulation d'ions Cl- 

toxiques dans les feuilles (Gomezcadenas et al., 2002). 

 

II. Bentonite  

Les argiles présentent un intérêt croissant car leurs applications industrielles ne 

cessent de se diversifier. L’argile qui fait l’objet de ce travail est connue sous le nom de 

"bentonite". La bentonite est utilisée dans l’industrie agroalimentaire et dans la 

composition des produits cosmétiques, pharmaceutiques et en agriculture.  

La bentonite regroupe les matériaux naturels dont la composition et les propriétés 

sont dominées par les smectites (Grim, 1968). Ce terme est utilisé en premier par Knight 

(1898) pour désigner une argile plastique fortement colloïdale et fortement gonflante de 

la région de Fort Benton au Wyoming, Etats-Unis d’Amérique (Grim, 1968 ; Sigg, 

1991). Le vieillissement de cendres volcaniques donne naissance à une argile de couleur 

gris-blanc composée principalement de la montmorillonite, sa présence confère à la 

bentonite sa faculté de gonfler de 10 à 15 fois de son volume et d’absorber 6,5 fois son 

poids en eau (Sigg, 1991). 

  Les réserves algériennes actuelles de cette argile sont évaluées par les experts du 

gouvernement à 14,3 millions de tonnes et le potentiel que recèle le pays est estimé à 27 

millions de tonnes, réparties sur les deux gisements situés à l’Ouest du pays (source 
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E.N.O.F, 2002). Le premier situé à Mostaganem (M’zila) est destiné généralement aux 

travaux de forages pétroliers (source BENTAL, 2001); le deuxième plus important est 

situé à l’extrême Ouest du pays dans la région de Maghnia. 

 

1.  Structure et classification des argiles 

Les travaux de l’AIPEA (Association Internationale Pour l’Etude des Argiles) (1966-

1972) et plus tard, ceux de Pédro (1994), ont permis d’aboutir à une classification 

(Tableau 1) qui repose sur le Type de feuillets 2/1 ou 1/1; la Charge globale du feuillet 

et la nature des cations interfoliaires. 

Il existe différentes classifications des argiles. La plus classique est basée sur 

l'épaisseur et la structure du feuillet. On distingue ainsi 4 groupes: 

• Minéraux à 7 Å: Le feuillet est constitué d'une couche tétraédrique et d’une 

couche octaédrique. Il est qualifié de T:O ou de type 1:1. Son épaisseur est 

d’environ 7 Å. 

• -Minéraux à 10 Å: Le feuillet est constitué de deux couches tétraédriques et d’une 

couche octaédrique. Il est qualifié de T:O:T ou de type 2:1. Son épaisseur est 

d’environ 10 Å. 

• -Minéraux à 14 Å: Le feuillet est constitué de l'alternance de feuillets T:O:T et de 

couches octaédriques interfoliaires. 

• -Minéraux interstratifiés: L’épaisseur du feuillet est variable. Ces minéraux 

résultent du mélange régulier ou irrégulier d’argiles appartenant aux groupes ci-

dessus.  

La valeur de la charge permanente du feuillet a servi de critère pour établir une 

classification des phyllosilicates 2/1 (Tableau 1). Cette classification est déduite des 

travaux de McKenzie (1975) et Brindley (1996). 
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Tableau 1. Classification des phyllosilicates 1 :1 et 2:1 

Feuillet Charge 

par 

maille 

 

Dioctaédriques Trioctaédriques 

1: 1 0 Kaolinite 

(Si4)(Al4)010(OH)8 

Antigorite 

(Si4)(Mg3)010(OH)8 

0  Berthierines 

(Si4-xAlx)(Mg2+
6-xM

3+
x)010(OH)8 

0 Pyrophyllite 

(Si8)(Al4)020(OH)4 

Talc 

(Si8)(Mg6)020(OH)4 

2: 1 0.4 à 1.2 SMECTITES 

Montmorillonite 

(Si8)(Al4-

yMgy)O20(OH)4,My
+ 

Beidellite 

(Si8-

xAlx)Al4O20(OH)4,Mx+ 

Hectorite 

(Si8) (Mg6-yLiy)O20(OH)4My
+ 

Saponite 

(Si8-xAlx)(Mg6)O20(OH)4,Mx
+ 

 

1.2 à 1.8 Illites 

(Si8-xAlx)(Al4-

yM2+y)O20(OH)4 

K+
x+y 

Vermiculites 

(Si8-xAlx)(Mg6-yM3
+y)O20(OH)4K

+
x-y 

2 MICAS 

Muscovite 

(Si6Al2)(Al4)020(OH)2K
+

2 

Phlogopite 

(Si6Al2)(Mg6)020(OH)2K
+

2 

4 Margarite 

(Si4Al4)(Al4)020(OH)2Ca2+
2 

Clintonite 

(Si4Al4)(Mg6)020(OH)2Ca2+
2 

 

Parmi l’ensemble d’argiles citées dans le tableau I-1, les deux familles les plus 

importantes sont les kaolinites et les smectites 
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a. Kaolinite ou série 1/1 (Te/Oc).  

Dans le cas de la kaolinite, le feuillet est toujours neutre, dioctaédrique et lumineux, 

de composition (Si2)(Al2)O5(OH)4 par demi-maille (Pédro, 1994). Morphologiquement, 

la kaolinite se présente sous forme de particules hexagonales constituées par des 

empilements de feuillets. La faible capacité d’échange des kaolinites est due à des sites 

de surface amphotères. 

 

b. Smectites ou série 2/1 (Te, Oc, Te)  

Ce sont des phyllosilicates constitués de deux couches tétraédriques encadrant une 

couche octaédrique (phyllosilicates 2:1). Les minéraux les plus importants de cette 

famille sont la montmorillonite, la beidellite, l’hectorite et la saponite. Ces argiles ont une 

capacité d’échange cationique élevée. Des molécules d’eau sont susceptibles de 

s’intercaler dans l’espace interfoliaire et le degré d’hydratation dépend de la nature du 

cation hydraté et de l’humidité relative. Cette possibilité de « gonflement » des espaces 

interfoliaires conduit à désigner ces argiles par le terme d’«argiles gonflantes». D’un 

point de vue textural, les smectites sont généralement constituées de feuillets de grande 

extension latérale, associés, les uns aux autres en nombre très variable selon l’humidité 

et la nature du cation échangeable. A titre d’exemple, la montmorillonite est une argile 

dioctaédrique. L'aluminium des couches octaédrique peut être remplacé par Mg, Fe, Zn, 

Ni, Li, etc. Il peut d’autre part remplacer jusqu'à 15 % du silicium dans la couche 

tétraédrique. 

 

2.   Minéralogie des argiles 

Les minéraux argileux font partie de la famille des phyllosilicates. Ils se présentent 

sous forme de particules de petites dimensions. Leur structure est composée de deux 

unités (La couche tétraédrique et la couche octaédrique). Les différents groupes de 

minéraux argileux se différencient par l'arrangement de ces deux couches (Figure1). 

L'organisation structurale (Caillère et al., 1982) des phyllosilicates se base sur une 

charpente d'ions O2- et OH-. Ces anions occupent les sommets d'assemblages octaédriques 

(O2- et OH-) et tétraédriques O2-. Dans les cavités de ces unités structurales élémentaires 

viennent se loger des cations de taille variable (Si4+, Al3+, Fe3+, Fe2+, Mg2+) en position 

tétraédrique ou octaédrique. Ces éléments s'organisent planairement pour constituer des 

couches octaédriques et tétraédriques dont le nombre détermine l'épaisseur du feuillet. 

L'espace entre deux feuillets parallèles s'appelle espace interfoliaire. 
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Fig. 1- Représentation schématique d’un feuillet de phyllosilicates 2:1.(Luckham et 

Rossi, 1999). 

 

3.  Propriétés des argiles 

Les particules de la bentonite présentent une grande affinité pour l’eau qui s’exprime 

d’une part par la quantité d’eau qu’est susceptible de retenir l’argile et d’autre part par 

l’énergie avec laquelle cette eau est retenue. La bentonite se disperse gonfle et adsorbe 

des quantités d’eau dans l’espace interfoliaire et pouvant atteindre plusieurs couches 

(MERING, 1975; VAN DAMME et al., 1987). 

  

a.  Colloïdalité 

Dans la littérature, le terme colloïde désigne tout système dispersé dont les 

dimensions varient de 1 à 100 nm. L’utilisation de ce terme n’est cependant pas aussi 

restrictive ; elle est appliquée pour des structures plus "grossières" résultant 

d’assemblages d’éléments colloïdaux comme les suspensions argileuses de bentonite qui 

peuvent avoir une distribution granulométrique de l’ordre du micron (Besq 2000 ; 

Corvisier, 2001). 
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b.   Dispersion 

La stabilité des dispersions des suspensions colloïdales dépend fortement de la charge 

électrique existant à l'interface entre la particule et le milieu liquide. Les particules 

argileuses présentant une charge négative sur leurs surfaces extérieures (Caillère et al. 

1982), le scénario "idéal", où les particules argileuses sont dispersées dans l’eau, semble 

évident. Dans ce cas, les particules se repoussent entre elles à cause des forces 

électrostatiques. Elles n'ont donc aucune tendance à s'agglomérer, par conséquent, la 

suspension demeure stable. 

c.  Capacité d’échange et l’adsorption d’ions 

Il y a, dans les argiles, deux principales causes d’existence d’une capacité d'échange 

ionique, l’une interne et l’autre externe (Glaeser, 1953). 

• La présence de substitutions isomorphiques (CEC interne).  

La plus fréquente est la substitution d’Al+++ par Mg++ dans la couche octaédrique. 

C'est le mécanisme principal d'échange pour une montmorillonite. Pour cette argile, la 

distance entre les sites négatifs situés au niveau de la couche octaédrique et le cation 

échangeable situé à la surface du feuillet est telle que les forces d'attraction sont faibles. 

Des substitutions de Si par Al dans la couche tétraédrique sont également possibles 

(Caillère et al., 1982). 

• Les phénomènes de bordure (CEC externe).  

Aux bordures d’un feuillet, les valences du silicium et de l’oxygène en couche 

tétraédrique d’une part, de l’aluminium et de l’oxygène en couche octaédrique, d’autre 

part, ne sont pas saturées. Pour compenser ces valences, des molécules d’eau 

s’hydrolysent et il y a apparition de groupes silanol (Si-OH) ou aluminol (Al-OH) qui en 

fonction du pH peuvent capter ou libérer des protons. Ces derniers peuvent être échangés 

avec d’autres cations.  

Le nombre et la nature des charges de bordure de feuillet seront directement liés au pH. 

Langmuir (1997) a montré que les charges de bordure de feuillet prennent une 

importance plus significative lorsque la taille des particules diminue. Ces phénomènes 

expliquent environ 20 % de la capacité totale d’échange d'une smectite.  

L’adsorption correspondant à l’insertion physique ou chimique des espèces ou 

d’éléments dissous, chez les argiles gonflantes plusieurs mécanismes d’insertion sont 

possibles (VAN DAMME et al., 1987).   
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III. Bentonite de Mzila Mostaganem 

 

1. Granulométrique de la bentonite brute    

L’analyse granulométrique (Tableau 2) exprime les proportions de sable, limon et argile 

dans la bentonite. 
  

Tableau 2. Résultats de l’analyse granulométrique de la bentonite de Mzila Mostaganem 

selon DERDOUR (1985) 

    

2.  Composition chimique de la bentonite naturelle de Mzila 

  

Tableau 3. Composition chimique de la bentonite brute de Mzila Mostaganem (source : 

ENOF, 1988) 

Composants de la 

bentonite  

SiO2 Al2O3 CaO MgO Na2O K2O FeO3 

Teneur en % 61.20 13.50 4.52 2.78 1.57 1.73 3.55 

 

3.  Composition minérale de la bentonite naturelle de Mzila 

 

Tableau 4. Caractéristiques minéralogiques de la bentonite (ENOF, 1988). 

Identification des minéraux 

Montmorillonite Quartz Feldspaths Biotites 

45 à 60 % 15 à 20 % 3 à 5 % 8 à 10 % 

 

4. Bentonite en agriculture 

L’ajout de bentonite riche en argile dans le sol est une technique très ancienne utilisée 

de façon traditionnelle dans le Sahara algérien ainsi qu’en Égypte (El-Hady et al., 1988). 

Cette action conduira à augmenter la capacité d’échange cationique (Kaya et al., 2003; 

Katerji et al.,2003) et à améliorer la structure du sol impliquant une bonne rétention 

d’eau et d’éléments nutritifs et une meilleure aération (Ashraf, 2009 ; Oriboonkaset et 

al., 2013; Slama et al., 2014). 

 Selon Reguieg, (2007) l’application de la bentonite provoque : 

Constituants Argile Limon fin Limon grossier Sable fin Sable grossier 

Teneur en % 60 22.50 10.80 0.58 0.70 
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• une modification de la texture du sol. En effet, lorsque la charge en bentonite 

du sol sableux arrive à 7 %, le substrat passe de la texture sableuse à la texture 

sablo- limoneuse.  

• Au point de vue chimique, la C.E varie dans le même sens que la dose de 

bentonite, la matière organique augmente dans le substrat lorsque la bentonite 

est ajoutée, cette augmentation suppose une bonne aération du sol favorisant 

l'activité bactérienne.  

• augmentation des réserves nutritives dans le sol.  

• Augmentation de la hauteur de la tige des plantes aux différents stades de la 

croissance.  

• Evolution du nombre de germes /1g de terre évolue avec la dose de bentonite 

incorporée au substrat. Cette évolution provient de l’action de la présence des 

colloïdes apportés par la bentonite. 

El SHERIF (1987) a montré que l’addition de bentonite améliore les propriétés 

hydro-physiques et chimiques des sols sableux. Les études pyrotechniques de 

ENGELTHALER et LOSTAK (1983)   

réalisées sur le blé, le maïs et certaines légumineuses  ont permis de confirmer que 

les rendements enregistrés sont en progression au fur et à mesure que la dose de bentonite 

incorporée au sol augmente (Tableau 5). 

Tableau 5. Accroissement du rendement par l’application de la bentonite 

Doses de bentonite (T/ha) Type de cultures Augmentation du 

rendement (%) 

Pays 

20 Pomme de terre 18,6 Tchécoslovaquie 

20 Seigle 16,7 Tchécoslovaquie 

20 légumineuse 39,0 Tchécoslovaquie 

20 Maïs 39,2 Tchécoslovaquie 

20 Orge 11,5 Tchécoslovaquie 

20 Seigle/Orge 22,2 Tchécoslovaquie 

20 Maïs 80 à 90 Hongrie 
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IV. Gombo l’Abelmoschus esculentus L. 

1.  Taxonomie 

  La plante d'Okra ou le doigt de la dame était auparavant incluse dans le genre 

Hibiscus. Plus tard, il est désigné à Abelmoschus, qui se distingue du genre Hibiscus 

(Aladele et al., 2008). Le genre Abelmoschus est ensuite proposé pour être élevée au rang 

de genre distinct par Medikus, 1787. L'utilisation plus large d'Abelmoschus est par la 

suite acceptée dans la littérature taxonomique et contemporaine (Hochreutimer, 1924). 

La révision taxonomique entreprise par van Borssum Waalkes (1966) et sa 

continuation par Bates (1968) constituent les études les plus documentées du genre 

Abelmoschus. Une classification à jour est adoptée lors de l'atelier international sur le 

gombo tenu au Bureau national des ressources phytogénétiques (NBPGR) en 1990 

(IBPGR 1991), comme indiqué dans le tableau 6. 

 

                  Tableau 6. Taxonomie du gombo l’Abelmoschus esculentus L. 

nom Gombo 

Règne Plantae 

Sous-règne Tracheobionta 

Division Magnoliophyta 

Classe Magnoliopsida 

Sous-classe Dilleniidae 

Ordre Malvales 

Famille Malvaceae 

Genre Abelmoschus 

Espèce Abelmoschus esculentus L 
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2.  Origine et distribution géographique 

Il y a deux hypothèses concernant l'origine géographique d’Abelmoschus esculentus. 

Certains scientifiques affirment qu'un ancêtre (A. tuberculatus) est originaire du nord de 

l'Inde, ce qui suggère que l'espèce est originaire de cette région géographique. Sur la base 

de l'ancienne culture en Afrique de l'Est et de la présence de l'autre ancêtre (A. ficulneus), 

d'autres suggèrent que la zone de domestication est l'Ethiopie ou l'Egypte du Nord, mais 

aucune preuve définitive n'est disponible aujourd'hui (Département de Biotechnologie, 

2009). 

Le gombo est cultivé commercialement dans de nombreux pays tels que l'Inde, le 

Japon, la Turquie, l'Iran, l'Afrique, la Yougoslavie, le Bangladesh, l'Afghanistan, le 

Pakistan, le Myanmar, la Malaisie, la Thaïlande, l'Inde, le Brésil et l'Éthiopie (Benjawan 

et al., 2007; Qhureshi, 2007). L’Abelmoschus esculentus se trouve dans le monde entier 

de la Méditerranée aux zones équatoriales comme on peut le voir à partir de la répartition 

géographique des espèces cultivées et sauvages montrée dans la figure 2. 

 

 

Fig.2- La distribution géographique de l’espèce modifiée par Charrier (1984). 

 

3.  Description botanique 

Le gombo est une plante annuelle droite, herbacée, robuste, à port érigée de 0,5 à 4,0 

mètres de haut. Sa tige cylindrique, avec des poils raides disséminés, glabrescente, parfois 

pigmentée avec une couleur verte ou rougeâtre est dressé avec de nombreuses branches 

courtes (Rohwer, 2012; Grubben, 2004). Le système racinaire pivotant profond lui 

confère une aptitude d’absorption importante (De Lannoy, 2001). 
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Les feuilles alternées, simples sont généralement poilues, certaines atteignant jusqu'à 

40 cm de longueur, cordées (en forme de cœur), habituellement palmées 3-7 lobées et 

veinées. Les feuilles sont sous-tendue par une paire de stipules étroites avec une couleur 

vert foncé et ressemble à une feuille d'érable ; pétiole de 5 à 50 cm de long (Rohwer, 

2012). Le limbe long et large de 10 à 35 cm, le plus souvent palmatilobé à palmatipartite 

en trois ou sept segments (De Lannoy, 2001). 

  Les fleurs sont axillaires, solitaires ou en grappe ; pédicelle jusqu’à 3 cm de long 

sur la fleur. Le calice, de 2–6 cm de long, avec 5 dents à l’apex, se fendant généralement 

sur un côté lors de l’expansion de la corolle.  5 pétales libres, obovales à orbiculaires, de 

3–7 cm de long, charnus à la base, obtus à rétus à l’apex, glabres, jaunes, virant souvent 

au rose après la floraison, avec un centre violet foncé. Les étamines réunies en tube 

staminal jusqu’à 2,5 cm de long, blanches, glabres ; ovaire supère, style à 5–10 bras de 

3–5 mm de long, stigmates violet foncé, avec des poils simples (Siemonsma, 1982). 

Le fruit est une capsule allongée, conique ou cylindrique, comprenant pour la plupart 

cinq cavités contenant des ovules. Le fruit est en fait une longue gousse et généralement 

nervurée, se développant à l'aisselle des feuilles et sans épine. Le fruit est généralement 

vert jaunâtre à vert, mais parfois violet ou vert blanchâtre. Les gousses sont la partie 

comestible, Le fruit du gombo contient de nombreuses graines ovales, lisses, striées et 

vert foncé à brun foncé de 3–6 mm de diamètre, portent rarement de longs poils rouges 

sur le tégument (Siemonsma, 1982). 

 

4.  Croissance et développement 

Le gombo est principalement propagé par graines à une durée de vie de  90-100 jours. 

La floraison est continue mais fortement dépendante du stress biotique et abiotique. La 

plante porte habituellement sa première fleur un à deux mois après le semis. Le fruit se 

développe rapidement après la floraison. La plus grande augmentation de la longueur, de 

la taille et du diamètre des fruits se produit entre le 4ème et le 6ème jour après la pollinisation 

(Siemonsma et Hamon, 2004). 

 Les gousses de gombo sont récoltées lorsqu'elles sont immatures et riches en 

mucilage, mais avant de devenir très fibreuses. En général, la production de fibres dans 

le fruit commence à partir du 6ème jour de la formation des fruits et une augmentation 

soudaine de la teneur en fibres à partir du 9ème jour est observée (Nath, 1976). 
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5.  Exigences 

Le gombo a besoin de températures supérieures à 20 ° C pour une croissance et un 

développement normaux (Lamont 1999 ; Abd El-Kader et al., 2010). Le pourcentage 

de germination et la vitesse d'émergence sont optimaux à 30-35 ° C (Akande et al., 2003). 

L'initiation florale et la floraison sont retardées par l'augmentation des températures 

(corrélation positive entre la température et nombre de nœuds végétatifs) (Lamont, 1999; 

Abd El-Kader et al., 2010). Abelmoschus spp. est une plante de courte durée, mais sa 

large répartition géographique (jusqu'à des latitudes de 35-40 °) indique que les cultivars 

diffèrent nettement en sensibilité. 

Le gombo préfère les sols limon- sableux bien drainés, avec un pH de 6-7, et une 

teneur élevée en matière organique (Lamont, 1999; Adilakshmi et al., 2008; Akanbi et 

al., 2010; Akande et al., 2010). Le gombo nécessite une précipitation modérée de 80 à 

100 mm/an bien répartie pour produire ses jeunes fruits comestibles sur une période 

relativement longue. Une température moyenne de 20 ° C à 30 ° C est considéré comme 

optimale pour la croissance, la floraison et la fructification (Akinyele et Temikotan, 

2007; Dada et Fayinminnu 2010). 

 

6.  Maladies et insectes ravageurs 

Le gombo est sensible à une vaste gamme d'insectes nuisibles et de maladies (N'Guessan 

et al., 1992, Ghanem, 2003)(tableau 6 et 7).  
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Tableau 6. Liste des insectes ravageurs courants sur le gombo 

Noms communs Noms scientifiques Stade de culture 

sensible 

Références 

Criquet 

 

Metioche vittaticollis; 

Anaxipha longipennis 

Début végétatif-

récolte 

Charrier (1984) 

Trémie de feuilles de coton 

 

Amarasca biguttula Début végétatif- Adilakshmi et al. 

(2008) 

Cochenille farineuse 

 

Maconellicoccus 

hirsutus 

Végétatif Department of 

Biotechnology 

(2009 

Pucerons du coton 

 

Aphis gossypii Végétatif Charrier (1984) 

Acarien rouge du gombo 

 

Tetranychus macfarlanei Semis Lamont (1999) 

Coléoptères Podagrica spp végétatif 

Récolte 

Fasunwon & Banjo 

(2010) 

 

 

Tableau 7. Liste des maladies courantes sur le gombo 

Maladies communes Noms scientifiques Stade sensible Références 

Pod spot Alternaria sp. fructification Kumar et al. (2010) 

Anthracnose Colletotrichum spp. Floraison-

fructification 
Lamont (1999) 

Mildiou Erysiphe cichoracearum Végétatif Givord et Denboer 

(1980) 

Virus (mosaïque de 

veines jaunes) 
Pseudocercospora 

abelmoschi 

végétatif - Récolte  Rashid et al. (2002) 

Tache de feuille (Ell. & Ev.) Deighton végétatif Moekchantuk et Kumar 

(2004) 

Nématodes cécidogènes Meloidogyne spp. Semis Kumar et al. (2010) 

Okra Leaf Curl Virus Genus Begomovirus végétatif -Récolte  Ghanem (2003) 
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7.  Intérêt  

Le gombo (Abelmoschus esculentus) est une culture végétale de grande importance 

(Saifullah et Rabbani, 2009), cultivée dans de nombreux pays (Qhureshi, 2007), en 

raison de ses diverses utilisations des feuilles, des bourgeons, des fleurs, des gousses, des 

tiges et des graines fraîches (Mihretu et al., 2014). 

 

a.  Médical 

La forte consommation de produits végétaux est associée à la réduction du risque d'un 

certain nombre de maladies chroniques, telles que l'athérosclérose et le cancer (Gosslau 

et Chen, 2004). Dans certains pays, le gombo est utilisé en médecine traditionnelle 

comme agent, gastroprotecteur, diurétique (Gurbuz, 2003). 

La graine de gombo est riche en composés phénoliques (Shui et Peng, 2004), 

qualifies comme antioxydant, anti-inflammatoire et antimicrobien (Ali et Deokule, 2008; 

Manach et al., 2005;   Middleton,  2000). Sa richesse en fibres aident également à 

soutenir le niveau de sucre dans le sang, en ralentissant l'assimilation du sucre dans les 

intestins (Ngoc et al., 2008). En outre, la quantité élevée d'acide folique dans le gombo 

joue un rôle important dans la formation du tube neural du fœtus pendant la quatrième à 

la douzième semaine de grossesse (Zaharuddin et al., 2014). Le gombo est en outre 

chargé de pectine qui peut réduire le cholestérol sanguin élevé (Ngoc et al., 2008). Des 

tests effectués en Chine suggèrent qu'un extrait alcoolique de feuilles de Gombo peut 

éliminer les radicaux libres de l'oxygène, atténuer les maladies tubulaires-interstitielles 

rénales, réduire la protéinurie et améliorer la fonction rénale (Liu et al., 2005, Kumar et 

al., 2009). 

 

b.  Industriel 

La tige est constituée de fibres qui sont utilisées pour la confection de cordes, de sacs, 

de paniers, de lignes de pêche et de pièges à gibier. Les fibres servent aussi dans l'industrie 

textile et dans la fabrication de papier et de carton (Marius et al., 1997 ; De Lannoy, 

2001 ; Siemonsma et Hamon, 2004; Shamsul et Arifuzzaman, 2007). Les 

polysaccharides peuvent être combinés avec l'acrylamide pour développer de nouveaux 

matériaux polymères biodégradables (Mishra et al., 2008). Les graines de gombo de 

Grèce sont une source potentielle des huiles essentiels, avec des concentrations variant de 

20% à 40% (Sorapong, 2012). 
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c.  Alimentaire 

Le gombo a été qualifié de «légume villageois parfait» en raison de sa nature robuste, 

de ses fibres alimentaires et de son équilibre protéinique (Holser et Bost, 2004; Sanjeet 

et al., 2010). La composition en acides aminés de la protéine de gombo est comparable à 

celle du soja (Adetuyi et al., 2012), Par conséquent, il joue un rôle vital dans 

l'alimentation humaine (Farinde et al., 2007). 

Les graines de gombo contiennent environ 20 à 40% d'huile (Sorapong Benchasr, 

2012). L'huile de graines de gombo est une source riche en acide linoléique, un acide gras 

polyinsaturé essentiel à la nutrition humaine (Savello et al., 1980). Le mélange de farine 

du Gombo avec celle du maïs augmente la teneur en protéines, en cendres, en huile et en 

fibres (Akingbala et al., 2003).  Le gombo contient également des hydrates de carbone 

et des vitamines (Dilruba et al., 2009). Tandis que, Le potassium, le sodium, le 

magnésium et le calcium sont les principaux éléments des gousses contenant environ 17% 

(Moyin-Jesu, 2007). Les gousses fraîches sont faibles en calories (20 pour 100 g), 

pratiquement sans matières grasses, riches en fibres et contiennent plusieurs nutriments 

précieux (Cook et al., 2000). 
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1. Matériel végétal  

Les graines d’Abelmoschus esculentus (L.) récoltées à partir de la région de Nechmaya 

(Wilaya de Guelma, Nord-Est Algérien) en 2014. Ces graines sont prélevées de la collection du 

laboratoire de Physiologie Végétale de l’Université d’Oran I. 

 

Photo.1- les semences de gombo d’Abelmoschus esculentus (L.) 

 

2. Préparation du substrat de culture 

Le substrat de culture est constitué de sable récupéré à partir de la dune côtier de Sidi 

Mansour la commune de Fornaka, tamisé et traité à l’esprit de sel afin d’éliminer les impuretés 

organiques, puis lavé abondamment à l’eau déminéralisée ; ensuite le sable est mélangé à la 

tourbe (2V/V). La bentonite sous sa forme commerciale, récupérée de la société BENTAL de 

Mostaganem, est additionnée au substrat dans les proportions de 3.5 et 7 %.  

Les pots en plastique (30 cm de profondeur et une capacité de 1.8 kg) sont entreposés 

selon un dispositif au hasard (Photo 2), soit trois blocs de pots répartis respectivement, le 

premier protocole au NaCl à 0 (témoin), 100 et 300 mM en absence de bentonite. Le second et 

le troisième protocole concerne les lots en présence de bentonite à 3.5 et 7 % dans les mêmes 

conditions de salinité ; Cinq répétions de plantes sont opérées pour chaque traitement.   

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
 

Photo.2- Disposition des pots selon la dose de bentonite et la concentration saline. 
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Tableau 9. Caractéristiques des substrats de culture 

caractéristique Sans bentonite 3.5% bentonite 7% bentonite 

pH eau 8.46 8.06 8.42 

CE (ds/m) 0.113 0.313 0.105 

CaCo3 Total (%) 17.83 17.83 17.83 

MO (%) 2.75 1.90 2.11 

CEC (meq/100g) 6.75 6 12 

Ca++ (meq/100g) 7.57 7.88 7.51 

Mg++ (meq/100g) 3.63 0.858 2.43 

K+ (meq/100g) 0.391 0.153 0.09 

Na+ 1.646 1.659 2.07 

Argile (%) 1 4 17 

Limon (%) 1 2 1 

sable 98 94 82 

Classe texturale  S S LS 

 
 

3. Préparation des semences et la mise en culture   

Les graines sont désinfectées à l'hypochlorite de sodium (8 %) pendant 5 min, puis 

rincées abondamment à l’eau distillée. Les graines subissent un pré-trempage pendant 1h dans 

l’eau distillée, puis semées dans des alvéoles remplies de terreau (photo 3-a). Un arrosage à 

l’eau distillée est effectué chaque jour. Au bout d’une semaine, les plantules sont repiquées 

dans les pots (photo 3-b). Un arrosage tous les deux jours est opéré à la solution nutritive de 

Hoagland (1938) à 60 % de la capacité de rétention du substrat. L’expérimentation est réalisée 

en avril 2017 dans la serre contrôlée du laboratoire de Physiologie Végétale de l’Université 

d’Oran I. 

 

            Photo.3- Plantes d’Abelmoschus esculentus (L.) âgées d’une semaine (a). 

                         Plantes d’Abelmoschus esculentus (L.) âgées de trois semaines (b). 

a b 
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4. Application du stress salin 

Après 53 jours de cultures, les plantes ont subi pendant une semaine un stress salin au 

NaCl à 100 et 300 mM. Les plantes témoins reçoivent de la solution nutritive de Hoagland à 60 

% de la capacité de rétention du substrat.   

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Photo.4- les plantes d’Abelmoschus esculentus (L.) après l’application du stress. 

5. Les paramètres mesurés 

1. Teneur relative en eau des feuilles (Relative Water Content) 

C’est l’un des principaux paramètres qui indique le niveau hydrique de la plante ou 

encore la turgescence cellulaire. La RWC est déterminée par la méthode décrite par (Serrieys, 

1992), sur une feuille bien développée, coupée à la base du pétiole et pesée immédiatement de 

retour au laboratoire pour obtenir le poids frais Pf. 

Son extrémité coupée est ensuite placée dans un tube à essai contenant de l’eau distillée. 

L’ensemble est mis à 4°C, à l’obscurité pendant 24 heures. Après avoir légèrement épongé 

l’échantillon entre deux feuilles de papier absorbant, celui-ci est pesé, la pesée de la feuille 

après la réhydratation donne un poids de réhydratation (Pr). L’échantillon est ensuite placé dans 

une étuve à 85°C pendant 48 heures. Il est pesé et le poids sec (Ps) est enregistré. 

 Le RWC est calculé par la formule décrite par Clark et Mac-Caig (1982).  

 

RWC (%) = (Pf -Ps) 100/ (Pr-Ps)  

 

2. Taux de Déperdition d’eau par transpiration (Relative Water Loss) 

La parte en eau des feuilles ou Relative Water Loss (RWL) est mesurée sur une feuille 

bien développée dont la surface foliaire est déterminée. Le limbe foliaire excisé à la base du 

pétiole et mise dans un tube à essai remplie d’eau, l’ensemble est placé pendant 48 heures à 
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l’obscurité à une température de 4 °C. à l’aide du papier buvard la feuille est essuyer afin 

d’éliminer l’excès d’eau pour être peser (poids initial Pi), le poids de la feuille est mesuré après 

1et 2 heures dans les conditions du laboratoire (température ambiante), ce qui représente le 

poids après transpiration (Pt). 

Le taux de Déperdition d’eau par transpiration des feuilles est calculé selon la formule décrite 

par Clark et Mac-Caig (1982). 

 

𝑅𝑊𝐿(𝑚𝑔H2O. 𝑐𝑚−2. 𝑚𝑖𝑛−1) =
(𝑃𝑖 − 𝑃𝑡)

𝑡 × 𝑠𝑓
 

 

3. La résistance et la conductance stomatique 

Les mesures de la résistance et la conductance stomatiques sont effectués dans la 

matinée sur des feuilles bien développées à l’aide de poromètre automatique (DELTA-TDE 

vises cambridge). 

 

4. Dosage des pigments chlorophylliens  

La teneur en chlorophylle a, chlorophylle b, chlorophylle totale, les caroténoïdes sont 

déterminés selon la méthode de Lichtenthaler (1987) sur l’avant dernière feuille. Dans un tube 

à essai, on ajoute à 100 mg d’échantillon frais coupé en petits fragments, 10ml d’acétone à 95%, 

l’ensemble est conservé à l’obscurité à 4°C pendant 48 heures.  

La densité optique est lue à l’aide d’un colorimètre. Deux mesures de densité optique 

sont effectuées à deux longueurs d’ondes différentes correspondant aux pics d’absorption de la 

chlorophylle a (663 nm) et de la chlorophylle b (647 nm). 

  L’appareil est étalonné avec la solution témoin à base d’acétone à 95%. Les 

concentrations de la chlorophylle a, chlorophylle b, chlorophylles totales et les caroténoïdes 

sont calculées par les formules suivantes : 

 

Chl a (µg. mL–1) = 12,25. DO663 − 2,79. DO647  

Chl b (µg. mL–1) = 21,5. DO647 − 5,10. DO663  

Car (µg. mL– 1)  =  
(1000. 𝐷𝑂470 −  1,82. 𝑐ℎ𝑙𝑎 −  85,02𝑐ℎ𝑙𝑏)

198
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5. Détermination des sucres solubles 

L’extraction et le dosage des sucres totaux (saccharose, glucose, fructose, leurs dérivés 

méthylés et les polysaccharides) sont réalisés par la méthode de Shields et Burnett (1960) 

modifiée par Lewicki (1993).  

L’extraction consiste à prendre 100 mg de matériel végétal frais et les broyer dans 5.25 

ml d’éthanol à 80 %, puis on laisse à température ambiante pendant 48 heures, ensuite l’extrait 

(a) obtenu est dilué 10 fois à l’éthanol à 80 %.  

Pour le dosage, on prélève 2 ml de la solution (a) dans un tube à essai, on ajoute 4 ml 

de réactif (b) qui se prépare comme suit : 2 mg d’anthronre pure dans 1litre d’acide sulfurique 

H2SO4. L’ensemble est maintenu dans un bac à glace pendant 5 minutes pour diminuer la 

température après l’ajout de l’acide sulfurique. Juste après on place les tubes dans le bain-marie 

pendant 8 minutes à 92 °c, puis on les laisse reposer pendant 30 minutes à l’obscurité.   La 

densité optique est lue à 585 nm. 

 

6. Extraction et dosage de la proline  

➢ L’extraction  

L’extraction à l’éthanol est préconisés par l’A.O.A.C (1955) et modifiée par Nguyen et 

Paquin en 1971, elle consiste à broyer 100 mg de matériel végétal sec avec 1.25 ml d’éthanol 

concentré à 95 % dans un mortier, suivi de trois rinçage et lavage avec 1.25 ml d’éthanol 70 % 

à chaque fois, la solution finale obtenue d’environ 5 ml, est recueillie dans un tube à essai. On 

le laisse pendant 1 heure afin qu’on obtienne deux phases, une phase supérieure de couleur 

verte claire contenant des acides aminés, des sucres, des acides organiques et d’autres 

composants et une phase inférieure, de couleur verte foncé contenant la chlorophylle et des 

lipides. 

On prélève 2.5 ml du surnageant, on le place dans un autre tube aux quel sont ajoutés 1 

ml de chloroforme et 1.5 ml d’eau distillée. Après agitation, la solution est maintenue au repos 

pendant 24 heures au froid pour une bonne séparation, on distingue deux phases : 

-une phase supérieure : incolore contenant des acides aminés. 

-phase inférieur : jaune verdâtre ou marron. 

➢ Dosage  

Le dosage de la proline est réalisé selon la technique Bergman et Loxley (1970).On met 

dans un tube à essai 1 ml de la phase supérieur du milieu d’extraction, on ajoute 2 ml de NaCl 

à 5 M et 5 ml d’eau distillée, pui on passe à l’agitation. On prend 2 ml de la dernière solution 

dans un autre tube, on ajoute 2 ml de la solution tampon phosphate (PH = 3, NaH2PO4 à 3.88 
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M+H3PO4 à 5.32 M), puis on additionne 4 ml de ninhydrine (0.125 g de ninhydrine dans 2 ml 

de H3PO4 à 6 M et 3 ml d’acide acétique). 

Après agitation et ébullition au bain marie à 100 °C pendant 1 heure (pour le développement 

de coloration), les tubes sont laissés à la température ambiante pour se refroidir durant 30 

minutes à l’obscurité. La densité optique est lue à 515 nm. 

 

7. Dosage des protéines totales 

         Les protéines totales ont été dosées selon la méthode de (BRADFORD, 1976) se basant 

sur le principe qu’en milieu acide les protéines forment des complexes avec certains colorants 

organiques. Le colorant utilisé est le bleu de Coomacie G250. 

         Le broyage des tissus frais est fait à froid, dans un mortier placé dans un bac à glace ; 1g 

de tissus frais est broyé en présence de 10ml de tampon d’extraction dont la composition est la 

suivante : tampon phosphate (0.1 M, pH 7), Triton x 100 à 0.1% ; EDTA. 

        Le broyat est ensuite centrifugé à 15000 tours pendant 10 mn, le surnageant (extrait 

protéique) est récupéré pour le dosage des protéines. 

                 A un volume d’extrait protéique (100µl), sont ajoutés 5ml de réactif de Bradford, la 

réaction est laissée au moins 5mn pour le développement de la coloration, l’absorbance est lue 

à 595 nm à l’aide d’un spectrophotomètre. Les concentrations en protéines (mg .g-1 PF), sont 

déterminées en se référant à la courbe d’étalonnage établie à l’aide de concentrations variées 

d’une solution de SAB (sérum albumine bovine), allant de 0 à 200 µg/ml (figure1, annexe I). 

 

8. Dosage de Malondialdéhyde (MDA) 

La peroxydation des lipides (lipoperoxydation) est l’oxydation des lipides insaturés 

catalysée par la peroxydase; Cette peroxydation est responsable des dommages tissulaires dus 

à la formation de radicaux libres lors du processus de peroxydation. Les antioxydants peuvent 

réduire ces effets délétères. La détermination des quantités de malondialdéhyde permet 

l’estimation de la peroxydation lipidique (Harnandez et Almansa, 2002) au niveau de la 

plante. 50 mg de matière sèche d’échantillon de différents traitements salins sont broyés puis 

homogénéisés dans 2 mL d’acide trichloracétique (TCA) à 1%. L’homogénat est centrifugé à 

15000 tr/min pendant 10 min à 4°C. 0,5 mL du surnageant sont mélangés à 1,5 mL d’acide 

thiobarbiturique (TBA) préparé dans du TCA à 20%, le mélange final est incubé à 90°C pendant 

20 min. Après l’arrêt de la réaction dans la glace, les échantillons sont centrifugés à 10000 

tr/min pendant 5min. 
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L’absorbance du surnageant est lue à 532 nm. Après avoir soustrait l’absorbance non 

spécifique à 600 nm, la concentration du MDA est déterminée en utilisant le coefficient 

d’extinction 155 mM-1.cm-1. Les résultats sont exprimés en µmol.g-1 de matière sèche. 

 

9. Détermination du peroxyde d’hydrogène 

La concentration du H2O2 est déterminée par la méthode de Velikova et al. (2000), 100 

mg de matière fraîche sont homogénéisés avec 2 mL d’acide trichloroacétique à 0.1 %. 

L’homogénat est centrifugé à 12000 tr/min pendant 15 min à 4°C ; à 500µ L du surnageant on 

a ajouté 500 µ L de tampon phosphate (K2HPO4, KH2PO4 : 10 mM, pH = 7) et 1 mL de iodure 

de potassium (KI à 1M). 

L’absorbance est lue à 390 nm, en utilisant le coefficient d’extinction 26.6 M-1cm-1. 

Les résultats sont exprimés en µmol.g-1 de matière fraîche. 

10. Dosage des polyphénols totaux 

100 mg de tissu végétal sont broyés dans 1 mL de méthanol, le tout est incubé durant 

24 h à 4°C puis centrifugé pendant 15 min à 15 000 tr/min. 

Les polyphénols sont déterminés par spectrophotométrie, suivant le protocole appliqué 

par Miliauskas et al. (2004), 1 mL de l’extrait méthanolique est mélangé avec 5 mL de folin 

ciocalteu (dilué 10 fois) et 4mL de carbonate de sodium (Na2CO3) à 1M. L’absorbance est 

mesurée à 765 nm après incubation pendant 1 heure à température ambiante. La courbe 

d’étalonnage est effectuée par l’acide gallique (figure 3, annexe I). Les résultats sont exprimés 

en mg.g-1 de matière sèche. 

11.  Dosage des flavonoïdes 

Selon le protocole de Kim et al. (2003), 500 µL d’extrait méthanolique sont placés 

dans un tube avec 1500 µL d’eau distillée et 150 µL de nitrite de sodium (NaNO2) à 5 %, 150 

µL de trichlorure d’aluminium (AlCl3) à 10 % sont ajoutés ; 500 µL de NaOH à 1 M sont 

ensuite ajoutés au milieu. 

L’absorbance est lue immédiatement à 510 nm. La teneur en flavonoïde est calculée à 

partir d'une courbe d'étalonnage réalisée avec de la catéchine (figure 4, annexe I). Les résultats 

sont exprimés en mg.g-1 de matière sèche.  

12. Dosage des éléments minéraux  

100 mg de matière sèche et incinérés à 450°C pendant 2 heures au four à moufle. Après 

refroidissement, 2 ml de HNO3 sont ajoutés, puis on remet au four pendant 1 heure. La cendre 

obtenue est dissoute dans 3 ml d’HCl (6N) puis filtrée, et le volume est amené à 50 ml. A partir 

de cette solution, les dosages de Na+, K+ et Ca++ sont effectués par photométrie à flamme. 
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13. Indice de sensibilité relative à la salinité (ISRS) 

La tolérance des plantes cultivées dans les différents substrats est évaluée à travers 

l’Indice de sensibilité relative à la salinité qui traduit le rapport de la sensibilité à un traitement 

(exprimée par le déficit relatif de biomasse dû au sel ou D.R.B.) à l’indice d’intensité de la 

salinité (I.I.S.), calculé par la formule décrite par Fisher et al (1978) 

I.S.R.S. = D.R.B / I.I.S.   

où D.R.B.= BTt-BTs / BTt 

BT est la biomasse totale moyenne de la plante cultivée dans un substrat donnée en absence de 

sel (t) ou sous contrainte saline (s). 

et I.I.S. = Mt-Ms/Mt 

M est  la  biomasse  totale  moyenne de toute les plantes en absence de sel (t) ou sous contrainte 

saline (s). 

 

 

ANALYSE STATISTIQUE 

 

Les données obtenues ont été soumises à une analyse de variance à l’aide du logiciel 

STAISTICA pour évaluer la significativité des effets testés. L’analyses des coposants 

principales.  Les moyennes sont comparées  par le test de Newman-Keuls <0,05. 
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I. Effet de la salinité et la bentonite sur le comportement hydrique du gombo 

(Abelmoschus esculentus L.) 

1. Teneur relative en eau (Relative Water Content) 

Les résultats de la figure3 mettent en évidence une réponse différente des plantes stressées au 

NaCl, cultivées sous différentes doses de bentonite. En effet, chez les plantes conduites sous 

substrat sans bentonite (témoin), la RWC des feuilles a diminué significativement de 4 et 12 % 

sous l’effet de 100 et 300 mM NaCl respectivement. D’ailleurs, sous les concentrations 0, 100 

et 300 mM de NaCl et en présence de bentonite à 3.5 %, le contenu hydrique des feuilles a subi 

une diminution significative par rapport au témoin (92.33 % pour les témoins contre 83.45, 

84.36 et 84,67 % à 0, 100 et 300 mM NaCl). De même, Sous le substrat à7 % de bentonite le 

contenu hydrique a montré une réduction significative sous les trois traitements salins par 

rapport au témoin (85.99, 84.22 et 84.92 % sous les traitements 0, 100 et 300 mM 

respectivement) (tableau1, annexe III). 

 

 

Fig. 3- RWC (%) des feuilles des plantes de Gombo (Abelmoschus esculentus L.) âgées de 

deux mois cultivées sur substrat bentonisé sous contrainte saline. 

Témoin = Sans bentonite et sans NaCl      0 mM = 3.5 % bentonite sans NaCl. 

0 mM = 7 % bentonite sans NaCl. 

Les résultats montrent que la salinité et la dose de bentonite, ainsi que l’interaction entre les 

deux facteurs concluent un effet significatif sur la RWC (p = 0.019, α < 0.05 pour la salinité), 

(p = 0.002, α < 0.05 pour la bentonite), (p = 0.000, α < 0.05 pour l’interaction salinité bentonite) 

(tableau 1, annexe II).L’analyse statistique révèle une corrélation non significative entre les 

facteurs étudiés (salinité et substrat) et le RWC (r = - 0.25) (r = - 0.05) (tableau 1, annexe V). 
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2. Déperdition de l’eau (Relative Water Loss). 

Dans les conditions sans bentonite, la RWL foliaire des plantes témoins atteint son optimum 

de 0.047 mg H2O.cm-2.min.-1, suivi par les feuilles des plantes stressées au NaCl à 100 mM (0.045 mg 

H2O.cm-2.min.-1) ; au-delà de cette concentration la RWL tend à la baisse jusqu’à 0.02 mg H2O.cm-

2.min.-1.  Sous le substrat bentonisé à 3.5 et 7 %, la transpiration des plantes ralentit de manière 

significative aussi bien pour les plantes non stressées (0.020 et 0.019 mg H2O.cm-2.min.-1) que 

celles conduites sous salinité aux deux concentrations de NaCl (0.019 et 0.018 mg H2O.cm-2.min.-

1 sous 100 mM NaCl ; 0.019 et 0.016 mg H2O.cm-2.min.-1 sous 300 mM NaCl)  par rapport au 

témoin non bentonisé et sans apport de NaCl (0.047 mg H2O.cm-2.min.-1) (figure 4) (tableau 2, 

annexe III). 

 

 

Fig. 4- RWL (%) des feuilles des plantes de Gombo (Abelmoschus esculentus L.) âgées de 

deux mois cultivées sur substrat bentonisé sous contrainte saline. 

Les deux facteurs salinité et bentonite ont un effet significatif sur la RWL (p = 0.000, α 

< 0.05), (p = 0.000, α < 0.05), ainsi que, l’interaction des deux facteurs (p = 0.000, α < 0.05) 

(tableau 2, annexe II). L’analyse statistique révèle une corrélation négative, significative entre 

la dose de bentonite et le RWL (r = -0.67) (tableau 1, annexe, V). 

 

3.  Conductance stomatique (cs) 

 Les résultats de la figure 5 présentent les variations de la cs en fonction de la salinité et 

la dose de bentonite. Sous substrat sans bentonite chez les plantes stressées à 100 mM de NaCl, 

la cs atteint une valeur élevée d’environ deux fois et demi (424 mmol.m-2.s-1) comparativement 

aux plantes conduites sous bentonite à 3.5 et 7% (196.6 et 251 mmol.m-2.s-1). Le traitement à 
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300 mM NaCl réduit fortement la cs aussi bien pour les plantes témoins (sans bentonite) que 

celles cultivées sous substrat bentonisé aux deux doses (57.8, 116.8 et 14.98 mmol.m-2.s-1). 

 

 

Fig. 5- Conductance stomatique (mmol.m-2.s-1) des feuilles des plantes de Gombo 

(Abelmoschus esculentus L.) âgées de deux mois cultivées sur substrat bentonisé sous 

contrainte saline. 

 

La salinité, la bentonite et l’interaction entre eux ont un effet hautement significatif sur 

la conductance stomatique (p = 0.000, α < 0.05), (p = 0.000, α < 0.05), (p = 0.000, α < 0.05) 

(tableau 3, annexe II). L’analyse des résultats montre que la corrélation entre le sel et la 

conductance stomatique est hautement significative (r = -0.90) (tableau 1, annexe V). 

 

4.  Résistance stomatique 

 L’examen de la figure 6 montre que la rs augmente dans le même sens que la 

concentration de la solution saline. Les valeurs les plus élevées sont observées à 300 mM de 

NaCl sous le substrat à 7 % de bentonite avec 16.48 m
2 

s mol
-1 

suivie par le substrat sans 

bentonite et à 3.5 % de bentonite avec 15.16 et 13.12 m
2 

s mol
-1 

respectivement. En revanche, 

les valeurs de la rs les plus faibles sont enregistrées chez les plantes témoins cultivées sur les 

trois types de substrat (3.5%, 7% et sans bentonite) avec 1.79, 2.46 et 3.22 m2 s mol-1 

respectivement.   

  L’étude statistique indique que l’effet sel, bentonite et sel×bentonite est hautement 

significatif pour la résistance stomatique (p = 0.000, α < 0.05), (p = 0.000, α < 0.05), (p= 0.000, 

α < 0.05) (tableau 4, annexe II). Les résultats indiquent aussi que la corrélation positive est 
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hautement significative entre le sel et la conductance stomatique (r = 0.94) (tableau 1, annexe 

V). 

 

 

Fig. 6- Résistance stomatique (m2 s mol-1) des feuilles des plantes de Gombo (Abelmoschus 

esculentus L.) âgées de deux mois cultivées sur substrat bentonisé sous contrainte saline. 

 

II. Effet de la salinité et la bentonite sur les caractéristiques biochimiques du 

gombo. 

1.  Chlorophylles a et b 

a. Chlorophylle a  

Sous le substrat sans bentonite, la teneur en chlorophylle a diminue quelle que soit la 

concentration saline. La teneur la plus basse est enregistrée sous 300 mM soit une diminution 

d’environ de moitié par rapport au témoin ((520.38 µg.g-1 PF contre 925.54). Sous le traitement 

à 100 mM cette diminution reste légèrement en deçà du témoin (843.57 µg.g-1 PF) (fig.7). 

Sous le substrat à 3.5 % de bentonite, l’accumulation de la chlorophylle a reste peu affectée 

par l’intensité du stress salin. Les valeurs enregistrées fluctuent respectivement autour de 

1105.03, 1080.43 et 1025.08 µg.g-1 PF à 0, 100 et 300 mM de NaCl (tableau 5, annexe III). Sur 

substrat à 7 % de bentonite, l’effet salinité n’affecte pas la chlorophylle a même si on observe 

des teneurs élevées comparativement au traitement salin sous substrat non bentonisé. Il faut 

noter que la salinité à 300 mM en absence de bentonite réduit presque de moitié la teneur en 

chlorophylle a par rapport à la même concentration en NaCl aussi bien sous 3.5 que 7% de 

bentonite (520.38 contre 1025.08 et 918.36 µg.g-1 PF). 
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Le sel a un effet significatif sur la chlorophylle a (p = 0.000, α < 0.05), on distingue des 

résultats hautement significative sur l’effet de bentonite (p = 0.000, α < 0.05) de même sur 

l’interaction sel×bentonite (p = 0.000, α < 0.05) (tableau 5, annexe II). L’analyse statistique 

révèle l’absence de corrélation entre les facteurs étudiés et la chlorophylle a (r = 0.36) (r = - 

0.38) (tableau 2, annexe V). 

 

 

Fig. 7- Teneur en chlorophylle a (µg.g-1 PF) des feuilles des plantes de Gombo 

(Abelmoschus esculentus L.) âgées de deux mois cultivées sur substrat bentonisé sous 

contrainte saline.

  

b. Chlorophylle b 

La figure 8 montre que la teneur en chlorophylle b évolue de manière inversement 

proportionnelle à la concentration saline dans le milieu sans bentonite. Il faut remarquer qu’une 

chute remarquable des teneurs chez les plantes traitées à 100 et 300 mM de NaCl (139.33 et 

88.18 µg.g-1 PF) par rapport au témoin (234.62 µg.g-1 PF) s’est exprimée (tableau 6, annexe 

III). 

Sous 3.5% de bentonite, un ralentissement de la synthèse de la chlorophylle b est 

observé soit en absence ou à 100 mM de NaCl (173.44 et 182.00 µg.g-1 PF) comparé aux plantes 

témoins (sans NaCl et sans bentonite). La salinité à 300 mM provoque de nouveau la synthèse 

des pigments chlorophylliens pour atteindre des teneurs autour de 230.56 µg.g-1 PF (tableau 6, 

annexe III). 

Sous 7% de bentonite, les teneurs en chlorophylle b suivent le même rythme que celles 

enregistrées pour les feuilles des plantes traitées sous les mêmes concentrations en NaCl sur 

substrat à 3.5% de bentonite.  
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La salinité n’a pas d’effet significatif sur la chlorophylle b (p = 0.244, α < 0.05), des 

résultats hautement significative sur l’effet de bentonite (p = 0.000, α < 0.05) de même sur 

l’interaction sel×bentonite (p = 0.000, α < 0.05) (tableau 6, annexe II) sont obtenus. L’analyse 

statistique révèle l’absence de corrélation entre la bentonite et la chlorophylle b (r = 0.46) et 

pour le sel (r = - 0.03) (tableau 2, annexe V).   

       

 

Fig. 8- Teneur en chlorophylle b (µg.g-1 PF) des feuilles des plantes de Gombo (Abelmoschus 

esculentus L.) âgées de deux mois cultivées sur substrat bentonisé sous contrainte saline. 

 

c. Caroténoïdes 

 La figure 9 illustrant les variations des teneurs en caroténoïdes des feuilles des plantes 

de Gombo âgées de deux mois sous contrainte saline cultivées sur substrat bentonisé montre 

que le NaCl à 100 mM n’a pas d’effet sur les caroténoïdes puisque leur teneur est identique à 

celle du témoin (284.03 pour 284.28 µg.g-1 PF). Au-delà de cette concentration, les teneurs en 

caroténoïde diminuent fortement pour atteindre 179.75 µg.g-1 PF sous le NaCl à 300mM 

(tableau 7, annexe III). 

La synthèse des caroténoïdes est plus importante sous substrat bentonisé à 3.5 % que 

sous substrat sans bentonite. Les résultats n’ont montré aucune différence significative avec des 

teneurs de 382.41, 372.66 et 330.36 µg.g-1 PF respectivement à 0, 100 et 300mM de NaCl. Une 

stabilité des teneurs en caroténoïdes est également observée à 7 % de bentonites avec des 

valeurs moins importantes que sous l’effet substrat 3.5 % de bentonite. 

L’étude statistique montre que la salinité et la bentonite ont un effet hautement 

significatif sur les teneurs en caroténoïde (p = 0.000, α < 0.05), (p = 0.000, α < 0.05), 

l’interaction sel×bentonite n’a pas d’effet significatif sur ce paramètre (p = 0.147, α < 0.05) 
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(tableau 7, annexe II).Aucune corrélation n’est observée entre le sel et les caroténoïdes  comme 

entre ce dernier et  la bentonite(r = -0.40) (r = 0.28) (tableau 2, annexe V). 

 

 

Fig. 9- Teneur en caroténoïdes (µg.g-1 PF) des feuilles des plantes de Gombo (Abelmoschus 

esculentus L.) âgées de deux mois cultivées sur substrat bentonisé sous contrainte saline. 

 

2.  Sucres solubles   

 L’analyse de la figure 10 révèle que dans le substrat sans bentonite la teneur en ces 

composés est influencée par le traitement salin. Les teneurs foliaires évoluent 

proportionnellement par rapport au stress salin jusqu'à 100 mM (18.97 mg.g-1 PF contre 22.04 

mg.g-1PF). Au-delà de cette concentration, la teneur en sucres double pour atteindre 35.83 mg.g-

1 PF (tableau 8, annexe III). En revanche, dans les racines le traitement à 100 mM de NaCl 

provoque une accumulation importante de sucres par rapport au témoin ((21.58 contre 14.13 

mg.g-1 PF). Alors qu’à 300mM de NaCl la teneur (23.73 mg.g-1 PF) ne présente aucune 

différence significative par rapport au traitement précédent (23.73 pour 21.58 mg.g-1 PF) 

(tableau 8, annexe III). 

 Dans le substrat 3.5 % de bentonite, les teneurs en sucres des feuilles évoluent à la 

hausse lorsque la salinité augmente dans le milieu de culture. Cette teneur varie jusqu’à 36.97 

mg.g-1 PF sous le traitement à 100 mM de NaCl et atteint presque le double sous 300 mM de 

NaCl par rapport au témoin (46.50 contre 18.97 mg.g-1 PF). Par contre, les teneurs racinaires 

sont influencées négativement par le régime salin où l’intensité du traitement salin 

s’accompagne d’une diminution de la teneur en sucres des racines des plantes ayant subi un 

arrosage à 100 mM de NaCl (25.57 et mg.g-1 PF) par rapport au celles non stressées (31.05 

mg.g-1 PF), la teneur enregistrée sous 300 mM (10.62 mg.g-1 PF) est inférieure à celle des 

racines témoins (tableau 8, annexe III).  
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 Les plantes cultivées sur substrat à 7 % bentonite montrent que les teneurs en sucres des 

feuilles sont plus importantes sous tous les traitements comparativement au substrat sans 

bentonite ; en effet sous 100 mM de NaCl la teneur de sucre accumulée représente 30.86 mg.g-

1 PF, alors que sous 300mM, cette teneur atteint 48.05 mg.g-1 PF contre 30.86 mg.g-1 PF chez les 

plantes témoins. Le contenu des racines en sucres est moins important que dans les feuilles 

jusqu’à 100 mM de NaCl ; au-delà de cette concentration en sel cette accumulation va dans le 

sens feuilles racines. Sous 100 et 300 mM de NaCl, la teneur racinaire en sucres est plus 

importante par rapport au témoin (20.31 et 47.13 mg.g-1 PF contre 14.13 mg.g-1 PF) (tableau 8, 

annexe III). 

D’après les résultats, le NaCl et la bentonite ainsi que l’interaction NaCl ×bentonite 

montrent un effet hautement significatif sur la synthèse des sucres (p=0.000, α<0.05), (p=0.000, 

α < 0.05), (p = 0.000, α < 0.05) (tableau 8, annexe II). Dans le substrat sans bentonite les 

résultats expriment une corrélation positive hautement significative entre le NaCl et 

l’accumulation de sucres solubles(r = 0.77) (tableau 3, annexe V), comme dans le substrat à 7 

% de bentonite(r = 0.78) (tableau 5, annexe V) ; par contre dans le substrat à 3.5 % de bentonite 

aucune corrélation n’est marquée entre les deux facteurs (r = -0.07) (tableau 4, annexe V). 

 

 

Fig. 10- Teneur en sucres solubles (mg.g-1 PS) des feuilles et des racines des plantes de 

Gombo (Abelmoschus esculentus L.) âgées de deux mois cultivées sur substrat bentonisé sous 

contrainte saline.  

 

3.  Proline 

La figure 11 montre que la proline s’accumule davantage dans les feuilles lorsque le milieu 

de culture s’enrichit en NaCl, sa teneur passe significativement de 0.25 mg.g-1 de PS dans les 
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feuilles des plantes témoins à 0.55 mg.g-1 PS dans les feuilles des plantes stressées à 300 mM de NaCl. 

Pour les racines, chez les plantes témoins, la teneur en proline passe de 0.23 à 0.50 mg.g-1 PS 

dans les racines des plantes traitées à 300 mM de NaCl. Il est à noter également que les teneurs 

en proline accumulée dans les feuilles et les racines sont voisines sous tous les traitements 

(tableau 9, annexe III). 

Dans les feuilles des plantes conduites sous substrat bentonisé à 3.5 %, la teneur en proline 

augmente sous l’effet stress salin, elle est de 0.25 mg.g-1 PS dans les feuilles des plantes non 

stressées contre 0.35 mg. -1 PS à 100 mM de NaCl. Cette teneur est trois fois plus sous le 

traitement à 300 mM de NaCl g (0.75 mg.g-1 PS) (tableau 9, annexe III). En absence du stress 

salin, la proline s’accumule davantage dans les racines que dans les feuilles. Au-delà de 100 

mM de NaCl, le sens d’accumulation s’inverse.  

Sous le substrat enrichi en bentonite (7 %), les résultats montrent que la proline s’accumule 

davantage dans les racines que dans les feuilles en présence de NaCl. Au-delà de 100 mM de 

NaCl, l’accumulation de la proline ralentit remarquablement dans les racines alors qu’elle se 

maintient à son rythme dans les feuilles. 

 

 

 

Fig.11 -Teneur en proline (mg.g-1 PS) des feuilles et des racines des plantes de Gombo 

(Abelmoschus esculentus L.) âgées de deux mois cultivées sur substrat bentonisé sous 

contrainte saline. 

 

L’étude statistique indique que l’effet NaCl, bentonite et NaCl × bentonite est hautement 

significatif (p = 0.00, α < 0.05) (tableau 9, annexe II). L’analyse statistique révèle une 

corrélation positive hautement significative entre le NaCl et l’accumulation de proline : r = 0.90 
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pour le substrat sans bentonite (tableau 3, annexe V) ; r = 0.66 pour le substrat à 3.5 % de 

bentonite (tableau 4, annexe V), tandis que dans le substrat à 7 % de bentonite cette corrélation 

n’est pas significative r = -0.39 (tableau 5, annexe V).   

 

4.  Protéines totales 

 Les racines accumulent des quantités négligeables par rapport aux feuilles sous tous les 

traitements (figure 12).  Il faut noter des valeurs variant entre 14.72 mg.g-1 de PF pour les 

feuilles des plantes témoins, 15.72 et 14.12 mg.g-1 de PF pour les plantes traitées à 100 et 

300mM de NaCl respectivement.  

Par contre, il faut remarquer que la teneur en protéines augmente lorsque le milieu 

devient plus concentré en NaCl pour atteindre un maximum de 0.93 mg.g-1 de PF à 300mM de 

NaCl alors que pour les racines des plantes témoins, la charge protéique est moindre (0.39 mg.g-

1 de PF) (tableau 10, annexe III).  

 Dans le deuxième milieu de culture à 3.5 % de bentonite, les protéines s’accumulent 

davantage dans les feuilles que dans les racines. Sous tous les traitements, la teneur en protéines 

augmente de manière significative aussi bien dans les feuilles (21.15, 21.32 et 18.32 mg.g-1 de 

PF à 0 mM, 100 et 300 mM de NaCl respectivement contre 14.72 mg.g-1 de PF chez les plantes 

témoins) que pour les racines (2.03, 2.02 et 1.08 mg.g-1 de PF contre 0.39 mg.g-1 de PF chez les 

racines des plantes témoins) (tableau 10, annexe III). 

 Sous 100 mM de NaCl, la protéosynthèse dans les feuilles des plantes cultivées sous 

substrat bentonisé à 7 % subit une forte accumulation (20.70 mg.g-1 de PF) par rapport au 

témoin (14.12 mg.g-1 de PF), suivie par les plantes non stressées (16.73 mg.g-1 de PF) et celles 

traitées à 300 mM de NaCl (14.25 mg.g-1 de PF) (tableau 10, annexe III). 

 Les teneurs en protéines des racines présentent les valeurs les plus élevées sous tous les 

substrats à des teneurs de 2.53 et 2.26 mg.g-1 de PF sous 0 mM et 100 mM de NaCl. 

L’intensification du traitement salin s’accompagne d’une diminution de la concentration en 

protéine chez les plantes traitées à 300 mM de NaCl (1.78 mg.g-1 de PF), mais cette teneur 

protéique reste significativement supérieure comparée à celle enregistrée pour les racines des 

plantes témoins (0.39 mg.g-1 de PF).  

Nos résultats indiquent que la salinité, la bentonite et l’interaction salinité×bentonite ont 

un effet significatif sur la protéosynthèse (p = 0.000, α<0.05), (p = 0.000, α < 0.05), (p = 0.000, 

α < 0.05) (tableau 10, annexe II).  
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Les résultats enregistrés dans les trois substrats sans bentonite, à 3.5 et 7 % indiquent 

que la corrélation entre le sel et la synthèse des protéines est absente (r = - 0.01 ; r = - 0.09 ; r = 

- 0.11 respectivement) (tableau 3, 4 et 5, annexe V). 

 

 

 

Fig.12- Teneur en protéines (mg.g-1 PF) des feuilles et des racines des plantes de Gombo 

(Abelmoschus esculentus L.) âgées de deux mois cultivées sur substrat bentonisé sous 

contrainte saline. 

III. Effet de la salinité et la bentonite sur le stress oxydatif. 

1. Effet du NaCl et la bentonite sur la peroxydation lipidique (MDA) 

En absence de bentonite dans le milieu de culture (fig.13), la concentration élevée 300 mM 

de NaCl entraîne une augmentation de l’accumulation en MDA, produit final de la peroxydation 

lipidique au niveau des feuilles (4.23 µmol.g-1 PS), cette augmentation est non significative à 

100 mM de NaCl (2.58 µmol.g-1 PS) par rapport aux plantes témoins (1.89 µmol.g-1 PS) (tableau 

11, annexe III).  

Cependant, dans les racines une diminution de teneur en MDA est marquée à 300 mM de 

NaCl (1.25 µmol.g-1 PS) comparativement aux plantes témoins (1.94 µmol.g-1 PS). En terme de 

quantité, il est constaté que la concentration modérée en NaCl n’influe pas significativement 

sur le MDA (1.61 µmol.g-1 PS) (tableau 11, annexe III).   

 Sous toutes les concentrations et en présence de bentonite à 3.5 %, la teneur en MDA 

des feuilles n’a subi aucune différence significative par rapport au témoin avec (2.55, 2.01 et 

1.70 µmol.g-1 de PS à 0, 100 et 300 mM de NaCl contre 1.89 µmol.g-1 de PS chez les plantes 

témoins) (tableau 11, annexe III). 
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 Les racines des plantes traitées à 100 et 300 de NaCl présentent des valeurs moins 

importantes de MDA (1.70 et 1.57 µmol.g-1 de PS) par rapport aux plantes non stressées 2.18 

µmol.g-1 de PS ; cette différence n’est pas significative par rapport aux plantes témoins (1.94 

µmol.g-1 de PS) (tableau 11, annexe III).     

Les résultats sous substrat riche en bentonite (7 %), montre une stabilité du niveau de 

MDA des tissus foliaires et racinaires des plantes. Quelle que soit la concentration saline 

appliquée, les teneurs en MDA sont plus importantes dans les feuilles que dans les racines (2.16, 

1.83 et 2.47 µmol.g-1 de PS sous 0.100 et 300 mM de NaCl pour les feuilles, 1.56, 1.27 et 1.18 

µmol.g-1 de PS  sous 0, 100 et 300 mM de NaCl pour les racines) (tableau 11, annexe III). 

L’analyse de la variance à deux facteurs permet de conclure que l’effet NaCl, bentonite et 

interaction NaCl × bentonite agit significativement sur l’accumulation de MDA (p = 0.000, α 

< 0.05), (p = 0.000, α < 0.05), (p = 0.000, α < 0.05) (tableau 11, annexe II). L’ACP montre 

qu’une corrélation négative hautement significative est signalée seulement sous substrat à 3.5% 

de bentonite (r = - 0.64) (tableau 7, annexe V). 

 

 

Fig.13- Teneur en MDA (µmol.g-1 PS) des feuilles et des racines des plantes de Gombo 

(Abelmoschus esculentus L.) âgées de deux mois cultivées sur substrat bentonisé sous 

contrainte saline. 

 

2. Effet du NaCl et de la bentonite sur le peroxyde d’hydrogène  

L’accumulation de H2O2 dans les feuilles de gombo progresse avec la concentration en sel 

du milieu (fig.14). Sous 100 mM de NaCl, la production de H2O2 foliaire double 

comparativement aux plantes témoins (106.1 contre 50.05 µmol.g-1 de PF) ; cette teneur 
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augmente deux fois plus sous l’effet 300 mM de NaCl pour atteindre 246 µmol.g-1 de PF 

(tableau 12, annexe III). 

 Les racines accumulent des quantités de H2O2 moins importantes que les feuilles. La 

valeur la plus élevée atteint 37.26 µmol.g-1 de PF sous le traitement à 100 mM de NaCl alors 

qu’elle arrive au voisinage de 20.36 µmol.g-1 de PF pour les racines des plantes témoins. La 

sévérité du stress salin provoque une diminution des teneurs en ce composé jusqu’à une valeur 

de 6.31 µmol.g-1 de PF (tableau 12, annexe III).  

 Sous substrat bentonisé à 3.5 %, le H2O2 s’accumule davantage dans les feuilles que 

dans les racines. Les teneurs foliaires en H2O2 évoluent proportionnellement par rapport à la 

contrainte saline, en absence de sel la teneur en peroxyde d’hydrogène diminue par rapport au 

témoin (26.68 contre) ; au-delà de cette concentration le contenu foliaire en H2O2 augmente 

sous les deux traitements salins à 100 et 300 mM de NaCl par rapport au témoin (108.31 et 

188.05 contre 50.05 µmol.g-1 de PF) (tableau 12, annexe III). 

 Dans les racines, l’accumulation du H2O2 devient plus importante sous le traitement à 

100 mM de NaCl pour atteindre une teneur de 36.00 µmol.g-1 de PF alors que pour 0 mM, cette 

teneur varie à la baisse (20.36 µmol.g-1 de PF). Tandis qu’à 300 mM de NaCl les racines 

présentent des teneurs statistiquement similaires (36.00 µmol.g-1 de PF) aux plantes témoins 

(tableau 12, annexe III). 

 Sous substrat bentonisé à 7 %, chez les feuilles des plantes cultivées en absence de 

salinité et sous le traitement modéré de NaCl la production de H2O2 ne varie pas par rapport aux 

plantes témoins (48.31 et 47.52 µmol.g-1 de PF à 0 mM et 100 mM pour 50.05 µmol.g-1 de PF 

chez le témoin).   

Le traitement 300 mM de NaCl provoque une chute de H2O2 foliaire de moitié comparé au 

témoin (24.31 contre 50.05 µmol.g-1 de PF) (tableau 12, annexe III).  

En revanche, la salinité à 300 mM réduit fortement le H2O2 racinaire jusqu’à une valeur 

de 7.89 µmol.g-1 de PF. Il est à noter aussi que les teneurs enregistrées chez les racines sont 

toujours négligeables par rapport à celles des feuilles (tableau 12, annexe III).  

  L’étude statistique exprime un effet hautement significatif du traitement salin et la dose 

de bentonite ainsi que l’interaction entre les deux facteurs sur le taux de peroxyde d’hydrogène 

(p = 0.000, α < 0.05), (p = 0.000, α < 0.05), (p = 0.000, α < 0.05) (tableau 12, annexe II).  

Les résultats montrent aussi une corrélation positive entre la salinité et le niveau de H2O2 

dans le substrat à dose modérée de bentonite(r = 0.54) (tableau 7, annexe V), cette corrélation 

devient négative dans le substrat à 7 % de bentonite (r = -0.58) (tableau 8, annexe V). Cependant 
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l’absence de bentonite dans le milieu de culture s’accompagne d’une absence de corrélation 

entre les deux facteurs étudiés (r = 0.45) (tableau 6, annexe V). 

 

 

Fig.14- Teneur en H2O2 (µmol.g-1 PF) des feuilles et des racines des plantes de Gombo 

(Abelmoschus esculentus L.) âgées de deux mois cultivées sur substrat bentonisé sous 

contrainte saline. 

 

3. Effet du NaCl et de la bentonite sur l’accumulation des polyphénols  

L’application du stress salin induit des changements de la teneur en polyphénols dans les 

feuilles et les racines des plantes cultivées sous substrat sans bentonite (figure 15). Les teneurs 

foliaires en polyphénols augmentent au fur et à mesure que la salinité du milieu augmente, mais 

l'ampleur de cette augmentation varie selon la concentration appliquée. En effet, la teneur passe 

de 2.27 mg.g-1 de PS chez les plantes témoins à 2.72 mg.g-1 de PS chez les plantes stressées 

sous 100 mM de NaCl. Les polyphénols s’accumulent davantage sous 300 mM de NaCl (3.08 

mg.g-1 de PS) (tableau 13, annexe III).  

Cependant, les teneurs en polyphénol dans les racines évoluent à la baisse lorsque la salinité 

augmente dans le milieu de culture. Cette teneur varie jusqu’à 2.43 mg.g-1 de PS dans les racines 

sous stress à 100 mM de NaCl et continue sa chute pour atteindre une valeur minimale de 0.52 

mg.g-1 de PS sous stress à 300 mM de NaCl (tableau 13, annexe III). 

La contrainte saline influence de manière significative sur l’accumulation foliaire des 

polyphénols des plantes cultivées sous substrat à 3.5 % de bentonite, il convient de noter une 

augmentation des polyphénols sous les traitements à 0 , 100 et 300 mM de NaCl par rapport au 

témoin (2.92, 3.49 et 3.47 mg.g-1 de PS respectivement contre 2.27 mg.g-1 de PS) (tableau 13, 

annexe III). 
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Les résultats montrent que les feuilles accumulent davantage de polyphénols que les racines. 

Les teneurs en polyphénols dans ces dernières diminuent considérablement lorsque la 

concentration en sel augmente pour atteindre un minimum de 0.76 mg.g-1 de PS sous 300 mM 

de NaCl. Les racines des plantes non stressées (2.51 mg.g-1 de PS) enregistrent la teneur la plus 

importante comparée à l’effet de la salinité à 100 et 300 mM (tableau 13, annexe III). 

Les feuilles accumulent plus de polyphénols que les racines des plantes cultivées sur 

substrat à 7 % de bentonite. Il est observé une stabilité des teneurs en polyphénols au niveau 

des feuilles jusqu’à 100 mM de NaCl (3.28 mg.g-1 de PS chez les feuilles non stressées et 3.39 

mg.g-1 de PS chez celles traitées à 100 mM de NaCl); au-delà de cette concentration la teneur 

augmente pour arriver à 4.47 mg.g-1 de PS. Toutefois, les polyphénols restent plus importants 

pour les plantes stressées que celles du témoin (2.27 mg.g-1 de PS) (tableau 13, annexe III). 

Chez les racines, les teneurs en polyphénols n’expriment pas de variations significatives 

entre les plantes non stressées et celles traitées à 100 et 300 mM de NaCl (tableau 18, annexe 

IV). 

 

 

Fig.15- Teneur en polyphénols (mg.g-1 PS) des feuilles et des racines des plantes de Gombo 

(Abelmoschus esculentus L.) âgées de deux mois cultivées sur substrat bentonisé sous 

contrainte saline. 

  

Selon les résultats, l’analyse de la variance (ANOVA à deux facteurs) montre que les deux 

facteurs contrôlés et l’interaction sel × bentonte un effet hautement significatif sur les teneurs 

de polyphénols (p = 0.000, α < 0.05), (p = 0.000, α < 0.05), (p = 0.000, α < 0.05) (tableau 13, 

annexe II). Dans les trois substrats de culture, aucune corrélation n’est marquée entre la salinité 

et la teneur en polyphénol (r = - 0.34, r = -0.27 et r=0.19) (tableau 6, 7 et 8, annexe V). 
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4. Effet du NaCl et de la bentonite sur l’accumulation des flavonoïdes  

La figure 16 montre que l’addition de NaCl dans la solution d’arrosage des plantes induit 

l’augmentation des teneurs en flavonoïdes au niveau des feuilles; cette augmentation est 

significative sous le NaCl à 300 mM (6.25 mg.g-1 de PS), alors que l’effet 100 mM NaCl ne 

s’exprime pas sur ces composés (5.19 mg.g-1 de PS) par rapport au témoin (5.06 mg.g-1 de PS) 

(tableau 14, annexe III).  

 Les racines montrent une variation des teneurs en flavonoïdes semblable à celle 

observée chez les feuilles, mais avec des teneurs moins importantes. La teneur la moins élevée 

est enregistrée chez les plantes témoins (2.14 mg.g-1 de PS) et celle traitées à 100 mM de NaCl 

(2.29 mg.g-1 de PS) pour atteindre son optimum sous 300 mM de NaCl (4.93 mg.g-1 de PS) 

(tableau 14, annexe III).  

Sous le substrat bentonisé à 3.5 %,les concentrations en NaCl stimulent l’accumulation 

en flavonoïdes aussi bien dans les feuilles (7.37, 7.22 et 6.53 mg.g-1 de PS sous 0, 100 et 300 

mM de NaCl contre 5.06 mg.g-1 de PS pour les plantes témoins) que dans les racines (4.57, 4.11 

et 3.03 mg.g-1 de PS sous 0, 100 et 300 mM de NaCl contre 2.14 mg.g-1 de PS pour les plantes 

témoins) (tableau 14, annexe III), néanmoins les flavonoïdes s’accumulent davantage dans les 

feuilles que dans les racines. 

Sous le substrat bentonisé à 7%, il est à noter que sous tous les traitements 

l’accumulation des flavonoïdes est favorisée dans les feuilles plus que les racines. Les feuilles 

montrent une augmentation des teneurs en flavonoïde en absence du stress (5.81 mg.g-1 de PS) 

et sous 300 mM de NaCl (7.96 mg.g-1 de PS) comparativement aux témoins (5.06 mg.g-1 de 

PS).  

Pour les racines, cette augmentation s’exprime sensiblement avec des teneurs en 

flavonoïdes moindres par rapport aux feuilles sous tous les traitements (3.43, 3.41 et 2.87 mg.g-

1 de PS  respectivement sous 0, 100 et 300 mM de NaCl) et plus importantes par rapport au 

témoin (2.14 mg.g-1 de PS) (tableau 14, annexe III). 

  La salinité a un effet hautement significatif sur la teneur en flavonoïdes (p = 0.000, α < 

0.05) de même pour la bentonite (p = 0.000, α < 0.05) ainsi que l’interaction sel × bentonite (p 

= 0.000, α < 0.05) (tableau 14, annexe II).  

Les résultats indiquent l’absence de corrélation entre le sel et l’accumulation des 

flavonoïdes des plantes cultivées sur substrats bentonisé (3.5 et 7 %) (r = -0.29 et r = 0.21) 

(tableau 7 et 8, annexe V). Par contre, cette corrélation apparaît sous les conditions du substrat 

sans bentonite (r = 0.55) (tableau 6, annexe V). 
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Fig.16- Teneur en flavonoïdes (mg.g-1 PS) des feuilles et des racines des plantes de Gombo 

(Abelmoschus esculentus L.) âgées de deux mois cultivées sur substrat bentonisé sous 

contrainte saline. 

 

IV.  Effet du NaCl et de la bentonite sur les cations 

1. Variation des teneurs en Na + 

   La figure 17 montre que le Na+ s’accumule davantage dans les feuilles lorsque le milieu 

de culture s’enrichit en NaCl ; sa teneur passe significativement de 5.08 mg.g-1 de PS dans les 

feuilles des plantes témoins à 10.40 mg.g-1 de PS dans les feuilles des plantes arrosées à 300 de 

NaCl. Dans les racines, la teneur en Na+ est fortement élevée sous NaCl à 300 mM pour 

atteindre des valeurs quintuplées par rapport au témoin (26.12 mg.g-1 de PS contre 4.82 mg.g-1 

de PS) et triplées par rapport au traitement 100 mM de NaCl (26.12 contre 8.92 mg.g-1 de PS). 

Le contenu foliaire en sodium chez les plantes cultivées sous substrat à 3.5 % de 

bentonite augmente proportionnellement à la concentration en NaCl. La teneur en Na+ passe de 

9.84 à 12.08 mg.g-1 de PS sous 100 mM de NaCl et à 16.04 mg.g-1 de PS sous le traitement 300 

mM de NaCl (tableau 15, annexe III). Les valeurs enregistrées au niveau des racines tendent 

aussi à une augmentation significative sous 100 et 300 mM de NaCl (34.52 et 28.38 mg.g-1 de 

PS) en comparaison au témoin (4.82 mg.g-1 de PS). (tableau 15, annexe III). 

 Sous tous les traitements en NaCl, le doublement de la dose de bentonite dans le milieu 

de culture provoque une charge de Na+ aussi bien dans les feuilles que dans les racines par 

rapport aux substrats précédents. En effet, les teneurs obtenues augmentent avec la salinité, 

elles varient de 33.78 en absence de stress à 38.22 et 42.96 mg.g-1 de PS sous 100 et 300 mM 

de NaCl (tableau 15, annexe III). 
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Dans les mêmes conditions, le Na+ accumulé au niveau des racines n'a montré aucune 

variation sous 100 mM de NaCl (17.20 mg.g-1 de PS) par rapport aux plantes non stressées 

(17.04 mg.g-1 de PS) ; mais il est noté une teneur plus élevée de ce cation sous 300 mM de NaCl 

(21.48 mg.g-1 de PS). Ces teneurs en Na+ enregistrées sont plus importantes que celle des 

racines témoins (tableau 15, annexe III). 

 

 

Fig.17- Teneur en Na+ (mg.g-1 PS) des feuilles et des racines des plantes de Gombo 

(Abelmoschus esculentus L.) âgées de deux mois cultivées sur substrat bentonisé sous 

contrainte saline. 

 Les résultats montrent un effet hautement significatif du sel sur le taux de Na+ (p = 0.000, 

α < 0.05), de la bentonite et l’interaction sel×bentonite (p = 0.000, α < 0.05) (p = 0.000, α < 

0.05) (tableau 15, annexe II). L’ACP révèle une corrélation positive hautement significative 

entre la concentration du NaCl et le Na+ dans le substrat non bentonisé (r = 0.76) (tableau 9, 

annexe V), ce qui n’est pas le cas pour les substrats bentonisés à 3.5 et 7% (r = 0.13 et r = 0.27) 

(tableau 10 et 11, annexe V). 

 

2.  Variation des teneurs en potassium 

 Le potassium s’accumule dans le sens feuille- racine aussi bien chez les plantes témoins 

que celles stressées (figure 18). Ceci est indiqué par rapport au K+ accumulé au niveau des 

feuilles sous tous les traitements, variant des plantes témoins où la quantité est estimée de 30.78 

mg.g-1 de PS vers celles soumises à 100 et 300 mM de NaCl avec des valeurs de 42.30 et 41.76 

mg.g-1 de PS respectivement (tableau 16, annexe III). 

L’augmentation du traitement salin a provoqué une diminution progressive de 

l’accumulation du K+ dans les racines des plantes stressées par rapport aux plantes témoins. Les 
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valeurs enregistrées chutent significativement de 98.52 mg.g-1 de PS pour les témoins à 92.28  

mg.g-1 de PS sous 100 mM de NaCl pour diminuer de moitié lorsque la salinité atteint le niveau 

le plus élevé (54.90 mg.g-1 de PS sous 300 mM de NaCl) (tableau 16, annexe III). 

Le K+ s'accumule fortement dans les racines que dans les feuilles cultivées sous substrat 

bentonisé à 3.5 % jusqu'à 100 mM de NaCl, au-delà de cette concentration les teneurs ne varient 

pas beaucoup. Les résultats enregistrés montrent aussi que l‘augmentation des traitements salins 

affecte positivement les teneurs en K+ dans les deux organes. En effet, la teneur la plus élevée 

est enregistrée chez les feuilles des plantes stressées à 300 mM de NaCl (42.34 mg.g-1 de PS) 

et celles stressées à 100 mM de NaCl (22.18 mg.g-1 de PS), tandis que la plus faible valeur est 

fortement observée chez les feuilles non stressées (9.42 mg.g-1 de PS). (tableau 16, annexe III).  

  Dans les racines, le rythme d’accumulation est moins important, une légère 

augmentation des teneurs en K+ est signalée sous les deux concentrations 100 et 300 mM de 

NaCl (40.74 et 39.94 mg.g-1 de PS) comparativement aux racines non stressées (35.66 mg.g-1 

de PS). Ces teneurs varient de moitié que celle enregistrée chez les plantes témoins (98.52 mg.g-

1 de PS) (tableau 16, annexe III). 

 Les feuilles des plantes cultivées à 7 % de bentonite accumulent davantage le K+ que 

les racines sous tous les traitements salins. La sévérité du stress salin induit une baisse 

considérable des teneurs en K+ dans les feuilles. Sous 100 mM de NaCl une valeur de 31.04 

mg.g-1 de PS est notée statistiquement similaire à celle notée chez les plantes témoins (30.78 

mg.g-1 de PS) ; à 300 mM NaCl cette teneur chute pour atteindre 20.68 mg.g-1 de PS (tableau 

16, annexe III). 

Cependant, les racines montrent une baisse des teneurs en K+ sous les trois 

concentrations en NaCl (11.62 mg.g-1 de PS en absence du sel, 19.46 et 13.94 mg.g-1 de PS sous 

100 et 300 mM de NaCl) par rapport au témoin (98.52 mg.g-1 de PS) (tableau 16, annexe III). 

Les résultats obtenus par l’analyse de la variance (ANOVA à deux facteurs) montrent 

que la salinité et la bentonite ainsi que leur interaction ont un effet significatif sur les teneurs 

en K+ (p = 0.000, α < 0.05) (p = 0.000, α < 0.05) (p = 0.000, α < 0.05) (tableau 16, annexe II). 

L’analyse statistique révèle une corrélation positive significative entre le NaCl et le K+ dans le 

substrat à 3.5% de bentonite (r = 0.61) (tableau 10, annexe V). Cette corrélation est absente 

pour les plantes conduites sur substrat sans bentonite (r = -0.28) et à 7% de bentonite (r = -0.37) 

(tableau 9 et 11, annexe V). 
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Fig.18- Teneur en K+ (mg.g-1 PS) des feuilles et des racines des plantes de Gombo 

(Abelmoschus esculentus L.) âgées de deux mois cultivées sur substrat bentonisé sous 

contrainte saline. 

 

3.  Variation des teneurs en calcium 

L’examen des valeurs montre que la teneur en Ca++ évolue dans le même sens que la 

solution saline pour les deux organes; les feuilles présentent les teneurs les plus élevées sous 

les deux traitements salins (figure 19). En effet à 100 et à 300 mM de NaCl, les teneurs varient 

entre 21.76 et 25.04 mg.g-1 de PS, la teneur la moins élevée est enregistrée chez les plantes 

témoins (16.90 mg.g-1 de PS) (tableau 17, annexe III).  

Dans les racines, la concentration 300 mM de NaCl induit une augmentation des teneurs 

en Ca++ (21.70 mg.g-1 de PS) comparativement aux plantes témoins et celles traitées à 100 mM 

de NaCl (17.36 et 17.94 mg.g-1 de PS) (tableau 17, annexe III). 

Chez les feuilles des plantes cultivées sous substrat à 3.5 % de bentonite, la teneur en 

Ca++  augmente en fonction de la concentration en NaCl du milieu de culture, cette teneur passe 

de 2.84 mg.g-1 de PS chez les plantes non stressées à 15.06 mg.g-1 de PS sous 100 mM de NaCl, 

jusqu’ à un optimum de 31.48 mg.g-1 PS sous 300 mM de NaCl significativement supérieur à la 

valeur enregistrée chez les témoins (16.90 mg.g-1 PS) (tableau 17, annexe III). 

 Dans les racines, une baisse de la teneur en calcium à 100 mM de NaCl (10.72 mg.g-1 

PS) s’est manifestée suivie par une augmentation sous le traitement 300 mM de NaCl (26.52 

mg.g-1 PS) par rapport au témoin (17.36 mg.g-1 PS) (tableau 17, annexe III).   

 L’ajout de bentonite à 7 % révèle que les feuilles accumulent davantage le calcium que 

les racines. La sévérité du stress salin engendre une chute des teneurs en ce cation dans les 

feuilles des plantes stressées à 100 et 300 mM de NaCl (29.30 et 21.72mg.g-1 PS) par rapport 
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aux plantes non stressées (34.78 mg.g-1 PS), mais ces teneurs sont plus élevées que celle 

enregistrée chez le témoin (16.90 mg.g-1 PS). Cette tendance d’accumulation s’inverse dans les 

racines lorsqu’il est enregistré des teneurs moins importantes dans les racines des plantes non 

stressées (5.32 mg.g-1 PS) et celles stressées à 100 et 300 mM de NaCl (5.15 et 12.58 mg.g-1 PS) 

par rapport au témoin (17.36 mg.g-1 PS) (tableau 17, annexe III). 

 

 

Fig.19- Teneur en Ca++ (mg.g-1 PS) des feuilles et des racines des plantes de Gombo 

(Abelmoschus esculentus L.) âgées de deux mois cultivées sur substrat bentonisé sous 

contrainte saline. 

  

D’après les résultats, le sel et la bentonite ainsi que l’interaction sel×bentonite montrent un 

effet hautement significatif sur l’accumulation en calcium (p = 0.000, α < 0.05), (p = 0.000, α 

< 0.05), (p = 0.000, α < 0.05) (tableau 17, annexe II). Les résultats montrent aussi une 

corrélation positive hautement significative entre la salinité et l’accumulation en Ca++ dans le 

substrat sans bentonite (r = 0.77) et dans le substrat à 3.5% de bentonite (r = 0.86) (tableau 9, 

annexe V) (tableau 10, annexe V). Cependant dans le substrat riche en bentonite il existe 

l’absence de corrélation entre les deux facteurs étudiés (r = -0.09) (tableau 11, annexe V). 

 

4. Etude du ratio K+/Na+    

 Les données indiquent une chute du ratio K+/Na+ pour les racines lorsque le stress 

s’intensifie (figure 20); dans ce cas, la valeur du ratio est de 21.61 pour les racines témoins, elle 

baisse pour atteindre une valeur de 10.41 chez les plantes stressées à 100 mM de NaCl, on note 

le plus faible ratio (2.10) sous 300 mM de NaCl (tableau 18, annexe III). 
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Le ratio K+/Na+ foliaire indique une fluctuation, le témoin enregistre une valeur de 6.07, 

il évolue pour atteindre une valeur de 6.66 chez les feuilles des plantes traitées à 100 mM de 

NaCl. Cependant, à 300 mM de NaCl ce ratio enregistre une diminution pour atteindre une 

valeur de 4.02 (tableau 18, annexe III).   

Les résultats montrent aussi l’évolution du ratio K+/Na+ avec l’intensification du stress 

salin sous substrat bentonisé à 3.5 %, mais les valeurs restent moins importantes que celles 

enregistrées chez les plantes témoins (6.07). Les valeurs enregistrées varient entre 0.95 en 

absence du stress, 1.86 et 2.64 sous100 et 300 mM de NaCl (tableau 18, annexe III). 

Il faut noter l'absence de tout effet de salinité sur le ratio K+/Na+ racinaire quel que soit 

la concentration en sel apportée dans le milieu de culture, les valeurs enregistrées varient de 

1.33, 1.18 à 1.42 (à 0, 100 et 300 mM de NaCl respectivement), ces valeurs sont moins 

importantes que celle enregistrée chez le témoin (21.61) (tableau 18, annexe III). 

Les feuilles des plantes cultivées sous le substrat bentonisé à 7 % présentent un ratio 

K+/Na+ plus important que pour les racines sous tous les traitements salin. Sous 300 mM de 

NaCl le ratio chute brusquement jusqu’à 0.96 tandis qu’il passe sous 100 mM de NaCl à 1.80 ; 

aucune différence significative n’est enregistrée des ratios des plantes stressées par rapport aux 

plantes non stressées (2.39). Les valeurs du ratio racinaire enregistrées sous les trois 

concentrations 0, 100 et 300 mM de NaCl (0.34, 0.50 et 0.32) montrent une diminution 

visiblement remarquable comparativement aux plantes témoins (21.61) (tableau 18, annexe III).  

Le NaCl a un effet significatif sur le ratio K+/Na+ (p = 0.000, α < 0.05), des résultats 

hautement significatifs sont exprimés pour l’effet bentonite (p = 0.000, α<0.05) de même pour 

l’interaction sel×bentonite (p = 0.000, α < 0.05) (tableau 18, annexe II). L’analyse statistique 

révèle une corrélation négative hautement significative entre le NaCl et le ratio K+/Na+ pour le 

substrat sans bentonite (r = -0.64) (tableau 9, annexe V), cette corrélation est positive pour le 

substrat bentonisé à 3.5% (r = 0.62) (tableau 10, annexe V); cependant pour le substrat à 7% de 

bentonite, il y a absence de corrélation (r = -0.38) (tableau 11, annexe V). 
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Fig.20- Ratio K+/Na+ (mg.g-1 PS) des feuilles et des racines des plantes de Gombo 

(Abelmoschus esculentus L.) âgées de deux mois cultivées sur substrat bentonisé sous 

contrainte saline. 

 

5. Etude du ratio Ca++/Na+ 

L’examen de la figure 21 montre que l’enrichissement du milieu de culture en NaCl induit 

une diminution du ratio Ca++/Na+ foliaire à une valeur de 2.41 sous 300 mM de NaCl par rapport 

au témoin (3.33). Chez les racines les deux concentrions 100 et 300 mM de NaCl provoque la 

baisse du ratio Ca++/Na+ (2.01 et 0.83) par rapport au témoin (3.82) (tableau 19, annexe III).    

Les valeurs obtenues dans le substrat bentonisé à 3.5 % montrent également que les feuilles 

stressées présentent des ratios Ca++/Na+ plus importants que les racines stressées. Ce ratio 

progresse avec la concentration en sel du milieu. Au traitement 100 mM de NaCl il est de 1.26 

contre 0.27 chez les plantes non stressées, cette valeur arrive à son maximum sous 300 mM de 

NaCl (1.96) qui présente presque la moitié de la valeur enregistrée chez les feuilles des plantes 

témoins (3.33). Dans les racines, la valeur la plus importante enregistrée sous ce substrat (0.96 

sous 300 mM de NaCl) reste significativement inférieure à celle des racines témoins (3.82) 

(tableau 19, annexe III). 

Les résultats montrent également que l’augmentation de la concentration en NaCl du 

milieu bentonisé à 7 % induit une diminution du ratio Ca++/Na+ aussi bien dans les feuilles (2.04 

en absence du stress, 1.70 et 1.01 sous 100 et 300 mM de NaCl) que dans les racines (0.15 en 

absence du stress, 0.13 et 0.29 sous 100 et 300 mM de NaCl) comparativement aux plantes 

témoins (3.33 pour les feuilles et 3.82 pour les racines) (tableau 19, annexe III).  

 

D’après les résultats, le NaCl et la bentonite ainsi que l’interaction sel×bentonite  

montrent un effet hautement significatif sur le ratio Ca++/Na+ (p = 0.000, α < 0.05), (p = 0.000, 
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α < 0.05), (p = 0.000, α < 0.05) (tableau 19, annexe II). Dans le substrat sans bentonite les 

résultats expriment une corrélation négative hautement significative entre le sel et le Ratio 

Ca++/Na+ (r = -0.72) (tableau 9, annexe V), pour le substrat à 3.5% de bentonite la corrélation 

est positive (r = 0.69) (tableau 10, annexe V), par contre dans le substrat à 7% de bentonite 

aucune corrélation n’est marquée entre les deux facteurs (r = -0.23) (tableau 11, annexe V). 

 

 

Fig.21- Ratio Ca++/Na+ des feuilles et des racines des plantes de Gombo (Abelmoschus 

esculentus L.) âgées de deux mois cultivées sur substrat bentonisé sous contrainte saline. 

V. Indice de sensibilité relative à la salinité (ISRS)  

Les résultats de l’I.S.R.S. déterminent le niveau de sensibilité des plantes du Gombo 

cultivées sous substrat bentonisé et sans bentonite (figure 22).  

 

 

Fig.22- Indice de sensibilité relative à la salinité (%) des plantes de Gombo (Abelmoschus 

esculentus L.) âgées de deux mois cultivées sur substrat bentonisé sous contrainte saline. 

Les valeurs de cet indice montre une importante variation entre les traitements en NaCl 

appliqués d’une part et entre les substrats d’autre part ; en effet, à 100 mM NaCl la sensibilité 

est plus importante chez les plantes sous substrat sans bentonite (0.65%) que chez celles 
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conduites sur substrat bentonisé à 3.5 et 7% (0.49 et 0.59%). La sévérité du stress salin (300 

mM de NaCl) induit une sensibilité plus importante chez toutes les plantes cultivées sous les 

trois substrats, soit 1.35% chez les plantes cultivées sous le substrat sans bentonite et 1.50 et 

1.40 sous les substrats bentonisés à 3.5 et 7%. 
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Discussion 

La salinité est l’une des contraintes majeures qui affecte la croissance et le développement 

des plantes (Rasool et al., 2013; Ly et al., 2014) . Elle entraine un déficit hydrique chez les 

plantes sous forme de sécheresse physiologique (Mahajan et al.,2005), en modifiant l’état 

hydrique de la plante (Fricke et Peters, 2002 ;Mehani et al.,2012) et en abaissant le contenu 

relatif en eau des feuilles (Kaya et al., 2003 ; Katerjı et al., 2003 ; Soualmi et al.,2017). Les 

plantes exposées au stress salin augmentent leur résistance stomatique, afin de limiter la 

transpiration. L’analyse de la teneur relative en eau, permet de décrire d’une manière globale 

le statut hydrique de la plante et d’évaluer l’aptitude à maintenir une turgescence cellulaire (El 

djaafari, 2000).  

Nos résultats montrent une réponse différente des plantes stressées au NaCl cultivées sous 

différentes doses de bentonite. En effet, la RWC des feuilles, d’Abelmoschus esculentus (L.) 

cultivées sous substrat sans bentonite, est réduite lorsque la concentration en NaCl augmente 

dans le milieu de culture. Ces données sont en parfaite concordance avec celles obtenues par 

Achour (2016) et Ouis (2016) sur la même espèce. En revanche, sous les deux substrats 

bentonisés (à 3.5 et 7%), les plantes expriment une stabilité de l’état hydrique lorsque la salinité 

du milieu augmente, ceci résulte probablement de l’effet de la bentonite grâce à sa forte capacité 

de rétention de l’eau. Arbaoui (2016) a signalé une amélioration du contenu hydrique des 

feuilles de tomate cultivée sous sable amendé de bentonite calcique sous contrainte saline.  

En outre, la transpiration au niveau du substrat sans bentonite a diminué considérablement sous 

l’effet de NaCl. Ces résultats concordent avec ceux obtenus par Arbaoui (2016). Alors que les 

feuilles des plantes cultivées sous les deux substrats bentonisés perdent beaucoup moins que le 

témoin.  

En effet, l’augmentation des concentrations en NaCl dans la zone racinaire affecte la 

plante entière en particulier les feuilles (Rochdi et al., 2005), cette sensibilité se traduit par une 

diminution du contenu hydrique des tissus (Hamrouni et al., 2008) et la limitation des pertes 

en eau par transpiration (RWL) (Ngasamy, 2006 ; Soualmi et al.,2017). Rochdi et al (2005) 

suggèrent que cette diminution est dûe à la toxicité des ions Na+et/ou Cl- accumulés au niveau 

du cytoplasme à des seuils qui dépassent la capacité de compartimentation dans la vacuole.  Par 

ailleurs, la salinité s’accompagne d’une diminution du contenu hydrique des plantes suite aux 

changements métaboliques grâce à l’ajustement osmotique (Chen et al., 2007 ). Cet ajustement 

osmotique sous salinité est dû à l'absorption des ions du milieu externe et/ou de l'accumulation 

des osmoticum organiques (Taiz et Zeiger 2002 ; Chaparzadeh et al., 2003 ; Ameer et 

al.,2015).     
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Nos résultats montrent que la conductance stomatique est influencée négativement par 

le régime salin en absence de bentonite. Ces résultats sont rapportés aussi par Baker et 

Rosenqvist (2004) sur la tomate puis Lycoskoufis et al.(2005) et Niu et al.,(2010) sur le 

piment. Cette réduction est accompagnée d’une chute de synthèse des pigments 

chlorophylliens. En effet, La salinité réduit la croissance des plantes en affectant la 

photosynthèse (Mahajan et Tuteja, 2005 ;Wang et al., 2008; Yousfi et al., 2010). Dans nos 

conditions, la bentonite comme support du milieu de culture à 3.5 ou à 7% stimule la 

biosynthèse de chlorophylle a et b et les caroténoïdes. Des travaux ont déjà montré que la 

capacité photosynthétique est réduite sous l’effet de la salinité (Pinheiro et al., 2008; Siddiqi 

et al., 2009 ;Doganlar et al., 2010; Lepengue et al.,2012). Achour et al., (2016) ont signalé 

que la teneur en chlorophylle et en caroténoïdes chez le gombo sont influencées négativement 

par le régime salin. Des résultats similaires pour la chlorophylle a, b et caroténoïdes des feuilles 

de vigna sont obtenus (Saha et al.,2010) et sur les plantes de canola (Baghizadah et al., 2014). 

Selon Stobart et al (1985), cette diminution est due peut être à l’effet inhibiteur du NaCl sur 

l’acide 5-aminilévulinique, un précurseur de la chlorophylle (Nunkaew et al., 2014).  

L’effet de la salinité sur le taux de la photosynthèse dépend de la concentration de sel et 

des espèces végétales. Selon Burman et al., (2003), la salinité peut limiter la photosynthèse 

nette et la conductance stomatique soit en raison d'une limitation de l'incorporation de CO2 à 

cause de la fermeture partielle des stomates soit en altérant le mécanisme biochimique de la 

fixation du CO2, ou par les deux mécanismes. Abbas et al.,(2013) signalent que de fortes 

concentrations d’ions toxiques dans les feuilles du gombo peuvent provoquer des dommages 

au niveau de l’activité photosynthétique. 

L'effet osmotique de la salinité induit l'accumulation d'acide abscisique (ABA), qui peut 

entraîner la réduction de la conductance stomatique, la concentration de CO2 intercellulaire, la 

teneur en chlorophylle, l'activité de la Rubisco et des changements dans le transport des 

électrons (Grondin et al., 2015) .  

En outre, l'excès de sel dans les tissus photosynthétiques peut causer le rétrécissement 

de la thylakoïde et l'empilage des membranes adjacentes dans les granas (Ashraf 2003).  

Bien que les solutés organiques jouent un rôle dans l’osmorégulation des plantes soumises à 

des conditions salines, leur contribution varie entre les espèces, entre les cultivars et même entre 

les différents compartiments au sein de la même plante (Ashraf et Bashir 2003).  

Nos résultats ont conclu que les teneurs en sucres solubles dans les feuilles et les racines 

sont influencées positivement par le stress salin en particulier, chez les plantes cultivées sous 

substrat bentonisé aux deux doses.  
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Les sucres contribuent jusqu'à 50% du potentiel osmotique total pour les glycophytes 

soumis à des conditions salines (Manchanda et Garg, 2008; Zebib, 2012). L'accumulation 

d'hydrates de carbone solubles dans les plantes est largement signalée comme une réponse à la 

salinité ou à la sécheresse, (Murakeozy et al., 2003). Les glucides tels que le sucre (glucose, 

fructose, saccharose, fructanes) et l'amidon s'accumulent sous le stress salin (Parida et Das ; 

2002,), jouant un rôle dans l’osmoprotection, l'ajustement osmotique, le stockage du carbone et 

l’élimination des radicaux, les sucres peuvent agir également comme molécules de signalisation 

en situation de stress (Chaves et al., 2009). 

 Chez le gombo cultivé sous stress salin, il a été observé une augmentation de la teneur 

en sucres solubles chez les différents organes en fonction de la concentration saline (Achour, 

2016), en admettant cette accumulation comme indicateur de tolérance au stress salin. 

Cependant, Udomchaltorn et al. (2009) ont associé la tolérance au sel de certaines variétés de 

riz, en accumulant des quantités importantes de saccharose à la diminution de l’activité du 

fructose 2-6- biphosphate (F26BF). Ashraf et Tuffail (1995) avaient rapporté depuis 

longtemps que les sucres solubles s’accumulent chez des variétés de tournesol qui diffèrent 

selon leur degré de tolérance à la salinité, mais également ils ont constaté que les variétés 

tolérantes accumulent des proportions plus importantes de sucres que celles des variétés 

sensibles. Plus tard, Ould Mohamedi et al.,(2011) ont observé chez la tomate une forte 

accumulation de sucres solubles foliaire sous la contrainte saline. 

Il est établi que la proline est un osmolyte qui se produit largement dans les plantes et 

s'accumule à des quantités plus grandes que les autres acides aminés (Abraham et al., 2003). 

En effet, nos résultats montrent que les feuilles synthétisent des quantités de proline plus élevées 

que les racines des plantes du gombo; ceci est en accord avec les travaux de Achour (2016) sur 

la même espèce. Aussi, l’effet substrat de culture semble avoir une influence sur la proline; 

ainsi dans nos conditions soit en absence de bentonite, les plantes de gombo accumulent de 

manière très lente cet acide aminé alors que son apport à des doses croissantes améliore 

remarquablement le rythme d’accumulation de l’acide aminé.  
Une étude sur le gombo a mis en évidence une augmentation linéaire des teneurs en 

proline en fonction des concentrations salines (Achour, 2016). Des résultats similaires ont été 

mis en évidence chez le noyer (Yaşar et Esra., 2012) et le pistachier d’atlas (Benhassaini et 

al., 2012).  

Le processus d’accumulation de la proline dans les tissus foliaires est considéré comme 

un critère de tolérance ; en effet, selon Mehdi et al., (2010) les plantes et leurs cultivars qui 

synthétisent de grandes quantités de proline sont plus tolérantes sous stress. Ainsi, dans une 
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étude réalisée sur le blé, Kong et al. (2001) ont établi des rapports de synthèse de la proline 

plus élevés chez les cultivars tolérants au sel comparativement à ceux des cultivars sensibles au 

sel.  

Les résultats obtenus par Roosen et al. (1998) sur Arabidopsis thaliana cultivée sous 

stress salin montrent que la proline est formée à partir de glutamate catalysée par la pyrroline-

5-carboxylase synthétase, alors qu’en l’absence de sel l’ornithine est le précurseur préférentiel 

pour sa synthèse. Chez Phaseolus aureus, le sel induit une inhibition de l’activité de la proline 

déshydrogénase et de la proline oxidase tandis que chez Morus alba, la pyrroline-5-carboxylase 

synthétase est stimulée (Sudhakar et al., 2001). Une stimulation de l’activité de cette dernière 

a été également rapportée chez Arachis hypogaea L. (Girija et al., 2002), Vigna aconitifolia 

(Hu et a1.,1992) et Arabidopsis thaliana (Yoshiba et al., 1995). 

Dans notre étude, il est écrit que les protéines solubles s’accumulent davantage dans les 

feuilles que dans les racines. La concentration modérée en NaCl induit une augmentation des 

teneurs foliaires en protéines solubles, cependant, la forte concentration en sel ralentie 

l’accumulation de ces protéines dans les feuilles des plantes cultivées sous les différentes dose 

de bentonite. cet effet de la salinité sur les protéines est rapporté par Agastian et al.(2000) en 

travaillant sur le mûrier, ces auteurs résument que l’accumulation des protéines solubles dépond 

de l’intensité du stress salin.  

L'un des mécanismes affectés par le stress salin dans les plantes est 

la synthèse protéique, ce paramètre est un indicateur important de l'état physiologique des 

plantes (Zeynep et al., 2010). L’effet du sel se manifeste sur les plantes par une diminution des 

teneurs en protéines (Bekki et al.,1987). Cette diminution est peut être due à un ralentissement 

de la protéosynthèse ou à l’hydrolyse des protéines riches en proline (Blaha et al., 2000), suite 

à une diminution importante de la photosynthèse (Lee et al., 2004). 

selon Ben Khaled et al., (2003), il existe une corrélation négative entre l’évolution des 

teneurs en protéines solubles et celle de la proline en fonction des teneurs en sel suggèrent une 

provenance catabolique au moins dans le cas des faibles doses de NaCl. La réduction de la 

teneur en protéines solubles sous l’effet du stress salin est signalée par Amini et Ehsanpour 

(2007) chez une variété de tomate puis par Khosravinejad et al. (2009), dans leurs travaux sur 

deux variétés d’ogre ; Ces auteurs rapportent que la salinité induit la diminution de certaines 

protéines solubles et que cette variation de la teneur en protéines ne confère pas forcement à la 

plante une tolérance au stress salin. En revanche, la salinité peut stimuler la protéosynthèse 

(Khales et Baaziz., 2006). En réalité, pour atténuer l’effet de sel dans milieu, les plantes 

expriment des changements génétiques, conduisant à l’expression des nouvelles protéines 
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(Zeynep et al., 2010)., ces protéines jouent un rôle important dans le stockage d'azote qui est 

réutilisée plus tard (Singh et al., 1987). Cette accumulation des protéines agit comme un 

régulateur osmotique sous le stress salin (Shahba et al., 2010). 

Dans notre étude, la peroxydation lipidique est évaluée grâce à la teneur en MDA ; ce 

paramètre est souvent utilisé comme un indicateur de la peroxydation lipidique résultant de 

plusieurs stress abiotique (Ashraf et al., 2010, Noreen et al., 2010). Les résultats montrent une 

augmentation de la teneur en MDA au niveau des feuilles quelle que soit la concentration saline 

appliquée. Cette accumulation en MDA a été observée chez la tomate (Li, 2009), le mûrier 

(Ahmad et al., 2010), le gombo (Saleem et al., 2011 ; Achour, 2016), le blé (Ashraf et al., 

2010) et le sésame (Koca et al., 2007). Par contre, nos résultats sont en contradiction avec ceux 

obtenus par de nombreux hauteurs en travaillant sur le colza (Benyoussef et al., 

2005 ;Benamor et al., 2006 Liang et al., 2008 MAhi).par ailleurs, l’apport de bentonite aux 

deux doses a réduit les dommages des membranes cellulaires des feuilles, en particulier sous la 

concentration 300 mM où les teneurs en MDA présentent presque la moitié de celle enregistrée 

dans le substrat sans bentonite sous la même concentration.    

Il est rapporté qu’une accumulation importante de Na+ et de Cl- dans les chloroplastes 

peut provoquer directement une toxicité ionique et induire un stress oxydatif (Go'mez et al. 

1999; Savoure et al. 1999). Ansi, La photosynthèse est une source importante d’oxydants 

cellulaires vu que les centres réactionnels du PSI et PSII sont les principaux producteurs 

d’espèces réactives de l’oxygène (ROS) (Foyer et Shiseoka 2010). cependant, Les ROS sont 

produits au cours du métabolisme aérobie normal dans différents compartiments cellulaires 

(DAT et al., 2000). En effet, lors de la respiration, lors des réactions photochimiques de la 

photosynthèse ou lors de la photorespiration, la mitochondrie est capable de produire des ROS 

(Maheux, 2012) ; Cette aptitude à produire le H2O2 est attribué au peroxysome (Shibata et al., 

2014). 

 

Il est largement admis que le H2O2 est une molécule de signalisation importantes dans 

l'activation des gènes de défense en réponse au stress biotique (Foyer et Noctor, 

2009; Bartoli et al., 2012). le H2O2 pourrait agir comme un messager secondaire impliqué dans 

le déclenchement de la biosynthèse de la proline (Ben Rejeb et al., 2015), sa production est 

rapide lors  des différents stress (Upadhyaya et al., 2007; Zhaoa et al., 2015), notamment sous 

contrainte saline qui induit une production excessive de peroxyde d’hydrogène (Pang et Wang, 

2008; Abogadallah, 2010; Tounekti et al., 2011).  
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Des résultats obtenus, il est remarqué que le NaCl induit une production de peroxyde 

d’hydrogène aussi bien chez les racines de gombo que chez les feuilles des plantes cultivées 

sous substrat sans bentonite, ce qui est déjà rapporté par Mandhania et al., (2006) sur Triticum 

aestivum , Achour (2016) sur Abelmoschus esculentus (L.) et Ben Rejeb et al., (2015) sur 

Arabidopsis thaliana. D’autre part, nos résultats indiquent que l’ajout de bentonite aux substrats 

de culture a ralenti la production de peroxyde d’hydrogène.  

Dat et al.,(2000) signalent que lors d’un stress hydrique ou salin, l’inhibition de la 

photosynthèse, notamment la fuite d’électrons due à la diminution de la fixation du CO2, 

entraîne une forte accumulation de ROS. Lors de la photoinhibition, la carboxylation du 

ribulose 1,5-biphosphate (RuBP) est inhibée, favorisant son oxygénation et entraînant la 

production de phosphoglycolate, celui-ci est transporté vers le peroxysome où il est converti en 

glyoxylate par la glycolate oxydase, produisant ainsi le peroxyde d’hydrogène (Karpinski et 

al.,2003 ; Laloi et al.,2004). Reverberi et al.,(2006)  puis Hong et al., 2013) affirment que les 

antioxydants enzymatiques représentent la première ligne de défense contre la formation 

excessive de ROS et que la synthèse des métabolites secondaires fonctionne comme une 

seconde ligne de défense contre les ROS. 

Par ailleurs, les composés phénoliques jouent un rôle important dans le piégeage des 

radicaux libres (ksouri et al., 2007) ; leur biosynthèse est généralement stimulé en réponse à 

des stress abiotiques comme la salinité (Parida et al., 2004). En outre, l’assimilation nette en 

carbone peut affecter fortement la biosynthèse des composés secondaires à base de carbone, 

particulièrement les polyphénols (Tattini et al., 2006).Ces métabolites sont caractérisés par la 

présence d’au moins un noyau benzénique auquel est directement lié au moins à un groupe 

hydroxyle, libre ou engagé dans une autre fonction (Bruneton,1999). Leurs structures leur 

confèrent une activité antioxydante aussi importante (Laughton et al.,1989 ; Apak et al., 

2007), particulièrement, les flavonoïdes (Fraga,2007 ).   

  Les groupes hydroxyle des polyphénols sont bien des donneurs d'atomes d’hydrogènes 

; ils peuvent réagir avec les espèces réactives de l’oxygène, enfin de réaction le cycle de 

génération de nouveaux radicaux est interrompu suite à l'interaction avec les espèces réactives 

initiales, la forme radicalaire de l'antioxydant est produite, ayant une plus grande stabilité 

chimique que le radical initial à cause du système aromatique stabilisé par la résonnance (Dai 

et Mumper,2010). L'interaction des groupes hydroxyle des composés phénoliques avec les 

électrons du noyau benzénique donne aux molécules des propriétés particulières, le plus 

notamment la capacité à générer des radicaux libres, où le radical est stabilisé par la 

délocalisation (Tsao, 2010 ; Pereira et al., 2009). 
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Nos résultats montrent aussi que le stress salin stimule la biosynthèse des composés 

polyphénoliques dans les feuilles des plantes cultivées sous les substrats sans et avec bentonite. 

D’autre part, il est à signaler que les composés polyphénoliques s’accumulent davantage sous 

substrat bentonisé aux deux doses que sous substrat non bentonisé en présence ou non de NaCl. 

Il est observé aussi une baisse en polyphénols chez les racines avec des teneurs moins 

importantes que celles enregistrées chez les feuilles des plantes stressées à la salinité, Cette 

accumulation des polyphénols sous stress salin est déjà rapportée par Navarro et al., (2006), 

Tattini et al., (2006) et Hajlaoui et al., (2009). Cependant, des travaux sur de nombreuses 

espèces ont révélé que l'accumulation de polyphénols est plus élevée chez les cultivars tolérant 

au sel que pour ceux sensibles (Wahid et Ghazanfar,2006 ; Ksouri et al., 2007).  

L’augmentation des teneurs en polyphénols au niveau des feuilles pourrait être due à la 

diversité des enzymes impliquées dans leur biosynthèse dans les plantes ; ainsi, la synthèse de 

plusieurs produits peut être catalysée par une seule enzyme, soit à partir de substrats différents 

(Maury, 1999 ; Allina,1998).Les composés phénoliques sont en relation avec le stress salin et 

l'âge foliaire (Hajlaoui et al., 2009). Par ailleurs, les travaux de Awika et Rooney (2004) et de 

De Abreu et Mazzafera (2005) attribuent cette variation des teneurs en polyphénols à la 

variabilité génétique des espèces et à leur environnement. 

  Nos résultats montrent que les flavonoïdes augmentent dans les feuilles lorsque la 

salinité augmente dans les substrats sans bentonite ; il est à remarquer que la présence de 

bentonite aux deux doses a stimulé la synthèse des flavonoïdes foliaires même chez les plantes 

non stressées. Pour les racines, l’augmentation de la concentration saline induit une 

accumulation importante en flavonoïdes sous le substrat sans bentonite. Les racines des plantes 

cultivées sous substrat bentonisé montrent des teneurs similaires sous tous les traitements salins 

et plus importantes que celles du substrat non bentonisé. 

Les résultats obtenus par Rezazadeh et al.,(2012) sur l’artichaut indique que la teneur 

en flavonoïdes augmente sous concentration saline modérée et diminue sous concentration 

élevée. Tattini et al. (2006) ont mentionné une relation étroite entre la tolérance au stress 

oxydatif et l'accumulation de flavonoïdes. Dans le même sens, Hendrich (2006) suggère que 

l'incorporation de flavonoïdes dans la bicouche lipidique est parfois la première étape de la 

séquence d'événements induite par des composés polyphénoliques.  

Depuis longtemps, il est admis que les flavonoïdes jouent un rôle important dans les 

interactions plante-environnement (Winkel-Shirley 2002, D'Auria et Gershenzon 2005; 

Tattini., 2006); leur accumulation est signalé en réponse à un large éventail de stress abiotiques 

(Lillo et al., 2008, Olsen et al., 2009, Agati et al., 2011). Ces métabolites présentent un 
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mécanisme de défense efficace contre les ROS (Reverberi, 2006 ; Hong, 2013), en empêchant 

la production de ROS, par leur capacité à chélater des ions de métaux de transition tels que le 

Fe et le Cu (Melidou et al., 2005, Hernández et al., 2009, Agati et Tattini, 2010)  et en 

piégeant les ROS une fois formés (Ryan et al 2002, Babu et al 2003, Agati et al 2007, Jaakola 

et Hohtola 2010). 

Des travaux récentes ont rapporté une importante accumulation de flavonoïdes dans les 

cellules du mésophylle dans la vacuole (Agatti et al., 2011 ;Gould et al., 2002 ;Kytridis et 

Manetas 2006) et les chloroplastes (Agati et al., 2007) ; cette distribution des flavonoïdes du 

mésophylle peut avoir une importance dans la réduction du peroxyde d'hydrogène (H2O2) qui 

peut s'échapper librement du chloroplaste dans des conditions de stress sévères (Sakihama et 

al., 2000). 

Outre, la salinité est susceptible de perturber la nutrition minérale des plantes, en 

limitant le prélèvement de certains éléments essentiels comme le potassium et le calcium, ceci 

soit par substitution, soit par compétition au niveau des sites d’absorption membranaire 

(Haleem et Mohammed, 2007 ; Maksimovic et al., 2010;Perveen et al., 2012 ). Cette 

perturbation se traduit par un dysfonctionnement de certains processus physiologiques et 

biochimiques associés à la croissance et au développement des plantes (Sairam et al., 

2002 ;Yoshida, 2002 ; Ghaneem et al., 2009). Le déséquilibre nutritionnel résultant d'une 

quantité élevée de sodium peut entraîner des troubles métaboliques tels qu'une réduction de la 

synthèse des protéines et des activités enzymatiques (Munns 2002 ; Shi et al., 2006). Aussi, le 

Na+ est responsable de la réduction des échanges gazeux et du taux d’assimilation de CO2 et 

de la croissance (Lloyd et al., 1990).  

La régulation de la nutrition minérale est qualifiée pour être une caractéristique 

importante de tolérance des plantes contre une diversité de stress, y compris le stress salin 

(Blumwald 2000, Ashraf et al 2008, Akram et al., 2009). Ainsi, la sélectivité des ions permet 

à la plante de contrôler l'absorption d'ions toxiques comme Na + et Cl – (Akram et Ashraf, 

2011). En outre, les plantes doivent maintenir l'absorption des nutriments et de l'eau malgré la 

présence de fortes concentrations en Na + externe (Plett et Møller, 2010); cette tolérance au sel 

chez les plantes dépend du contrôle du transport du sel à travers les organes (Niu et al, 2010). 

En effet, les mécanismes de tolérance au sel sont distincts chez les plantes, qui peuvent soit 

exclure les sels de l'intérieur de leurs cellules, soit inclure des sels dans les cellules des feuilles 

mais en même temps les séquestrer dans les vacuoles (Tracey et al., 2003); le résultat de ce 

processus d'adaptation est le maintien de la concentration en sel cytoplasmique à un niveau 

relativement faible, ce qui est essentiel pour de nombreux processus enzymatiques (O’Leary 
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,2002). Les ions Na+ pénètrent dans les cellules végétales par l'intermédiaire du transporteur K+ 

de haute affinité et par des canaux cationiques non sélectifs (Zhu, 2003), ce qui exige aux 

cellules végétales soumises à un stress salin de séquestrer l'excès de Na+ dans les vacuoles, 

réduisant ainsi le potentiel hydrique des cellules (Munns et Tester 2008).  

Dans notre expérience, les plantes ont montré une variation dans l’accumulation de 

sodium. En effet, le Na+ s’accumule davantage aussi bien dans les feuilles que dans les racines 

lorsque le milieu de culture s’enrichit en NaCl. Des résultats similaires sont obtenus sur de 

nombreuses espèces comme l’aubergine (Shahbaz et al., 2013), le riz (Ahmad et al., 2007, 

Naheed et al., 2008; Shahbaz et Zia, 2011), le tournesol (Shahbaz et al., 2011), le coton 

(Ashraf et Ahmad, 2000), le gombo (Achour, 2016). Cette augmentation peut être due à une 

forte concentration de Na+ dans le milieu racinaires, provoquant une forte absorption par les 

racines (Munns et Tester, 2008). Par ailleurs, les feuilles et les racines des plantes cultivées 

sous substrat bentonisé ont accumulé davantage de sodium comparativement au substrat sans 

bentonite. Cela peut être dû la composition minérale de cette bentonite riche en sodium 

(Reguieg et al., 2011) par conséquence, l’enrichissement du milieu de culture en sodium, en 

favorisant son assimilation par les racines. Une accumulation préférentielle de Na+ dans les 

racines que dans les feuilles est observée chez le gombo sous les substrats bentonisés. Selon 

Turan et al., (2007) la rétention d'ion Na+ dans les racines permet à ces plantes d'éviter 

l'envahissement des feuilles par des éléments toxiques susceptibles de réduire l'activité 

photosynthétique en interférant avec l'ouverture des stomates et d'autres processus 

métaboliques. Ces résultats concordent avec ceux obtenus pour plusieurs glycophytes sensibles 

(Taffouo et al., 2004). Il semble que le gombo a développé des stratégies qui leur permettent 

d'éviter la migration de Na+ et Cl- des racines vers les feuilles (Taffouo et al., 2008), Cette 

première barrière est décrite fonctionnelle au niveau de l'endoderme (Munns, 2002). D’autre 

part, de nombreux processus de transport de Na+ sont centrés sur le contrôle de l'absorption de 

Na + par les racines et sa distribution dans les tissus du végétal afin de réduire la quantité de 

Na + atteignant les tissus de la feuille (Plett et Møller, 2010). 

Cependant, il est signalé depuis longtemps que le site principal de la toxicité de Na + est 

dans la feuille, où il s'accumule et perturbe les processus métaboliques et augmente le stress 

osmotique chez les cellules (Munns 2002). Chez plusieurs plantes, les feuilles sont plus 

vulnérables que les racines au Na +, simplement parce que les ions Na + et Cl- s'accumulent à 

des niveaux plus élevés dans les feuilles que dans les racines (Amdouni et al.,2014). 

  Dans des conditions normales, le Na + est transporté du système racinaire à la feuille par 

le flux de transpiration dans le xylème (De Boer et Volkov 2003), la diminution de la pression 
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hydrostatique résultant de l'évaporation de l'eau des feuilles génère une traction transpiratoire 

qui entraîne le transport de l'eau vers la partie aérienne à travers le xylème (Plett et Møller, 

2010). Pendant les périodes de faible transpiration, par exemple, la nuit ou dans des sols secs 

ou salins, la pression des racines entraîne le transport de l'eau vers les feuilles sous la 

responsabilité des pressions osmotiques dans la racine après l'absorption d'ions qui seront 

transportés avec l'eau vers la feuille (Steudle 2000). La recirculation du Na + de la feuille à 

travers le phloème jusqu'à la racine est largement considérée comme négligeable (Tester et 

Davenport 2003) ; cependant, des travaux sur le lupin (Munns et al., 1988), le poivron (Blom-

Zandstra et al., 1998) et le maïs (Lohaus et al., 2000) indiquent qu’une recirculation 

significative peut se produire. 

De nombreuses études ont indiqué que la salinité diminue l’absorption des nutriments 

et leur accumulation dans les plantes (Ashraf, 2004 ; Maksimović et al., 2010). Nos résultats 

montrent que la teneur en potassium diminue avec l’augmentation des concentrations salines 

au niveau des racines des plantes cultivées sous substrat sans bentonite. Cependant, une 

accumulation est observée au niveau des feuilles. Des travaux similaires sur le gombo indiquent 

que l’accumulation de K +, au niveau des feuilles et des racines, est nettement ralentie sous 

l’effet du stress salin (Habib et al., 2012; Achour, 2016). Par ailleurs, l’apport de bentonite 

aux deux doses a réduit de manière significative les teneurs en K+ foliaire et racinaire, même 

en absence de stress salin ; Cela peut s'expliquer par l'antagonisme entre K+ et Na+ durant le 

processus d'absorption (Box, 2000 ; Al Karaki, 2000). 

Le K+ est un constituant minéral principal de la cellule vivante et le cation le plus 

abondant (Epstein, 1972). Il est connu pour avoir des fonctions biophysiques (effets 

osmotiques et maintien de l'équilibre ionique) et biochimiques (activation d'enzymes) 

(Marschner, 1995). Il est également important pour l'activation enzymatique, les mouvements 

cellulaires, la neutralisation de charge, la transcription et la modification post-traductionnelle 

(Maathuis 2009), ayant un grand impact sur le métabolisme cellulaire (Amtmann et 

Armengaud 2009).  

Il joue également un rôle important dans le transport des solutés à travers le phloème. 

Par exemple, il est nécessaire pour le déplacement du saccharose de la tige vers la racine et vers 

les tissus puits, comme les fruits (White et Karley, 2010). Ainsi, la croissance des plantes et le 

développement nécessite que de grandes quantités de K+ soient prises à partir du sol et une 

translocation vers les différents organes de la plante (Cherel et al., 2014). 

Une carence en K + entraîne une diminution de la photosynthèse due à l'accumulation 

de saccharose dans les feuilles (Mengel et al.2001, Deeken et al 2002, Hermans et al 2006, 
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White et Karley 2010), ce qui affecte négativement le développement des plantes (Jang et al., 

2009).  

Il est largement admis que la carence en K + accroît la sensibilité de la plante au stress 

hydrique et que les plantes ayant un apport adéquat en K + ont des tissus mieux hydratés que 

celles présentant une carence en K + (Mengel et Kirkby, 2001). La carence en K + induit 

également une augmentation des ROS dans les racines d'Arabidopsis thaliana, impliqués dans 

la régulation de la transcription des gènes en réponse à de faibles concentrations en K + (Shin 

et Schachtman, 2004). 

Le K + joue un rôle dans l'osmorégulation (Alemán et al., 2011), l'ouverture des stomate 

et la transpiration (Hsiao et Lauchi, 1986). L’effet de la carence en K + sur le mécanisme 

d'ouverture des stomates peut impliquer l'interaction de différents signaux hormonaux (Shin et 

Schachtman, 2004, Jang et al., 2009).  Différents facteurs, y compris l'acide abscisique (ABA) 

sont impliqués dans le mécanisme de fermeture des stomates (Hartung et al. 1998). Dans tous 

les cas, la fermeture des stomates est précédée d'une libération rapide de K + des cellules de 

garde dans l'apoplaste (Kearns et Assmann, 1993). 

Dans les conditions de carence en K +, les stomates se ferment. Cependant, de 

nombreuses études ont montré que la carence en K + favorise la transpiration (Brag, 1972 ; 

Bednarz et al., 1998 ; Cabanero et Carvajal, 2007). Néanmoins, lorsque la carence en K + 

est très grave, elle peut inhiber la transpiration (Dhakal et Erdei, 1986, Smith et Stewart, 

1990, Tomemori et al., 2002). 

Des quantités optimales de K+ sont nécessaires pour maintenir l'intégrité et la fonction 

de la membrane cellulaire (Wei et al., 2003), Ainsi, des rapports K+/ Na+ élevés améliorent 

également la résistance de la plante à la salinité (Asch et al., 2000). Pour maintenir des quantités 

suffisantes de K + dans les tissus sous stress salin, certaines espèces adoptent le mécanismes de 

la sélectivité ionique de K+ sur Na+ et une compartimentation dans les feuilles (Carden et al., 

2003).  

Dans notre expérience, en absence de bentonite, l’augmentation de la concentration 

saline induit une accumulation importante de calcium dans les feuilles et les racines par rapport 

au sodium. Cela se traduit par des ratios Ca++/Na+ très élevés. Des résultats similaires sont 

obtenus par Achour (2016) sur le gombo. Cependant, en présence de bentonite, ce ratio subi 

une chute ce qui indique une absorption préférentielle de Na+ par rapport au Ca++ dans les deux 

organes de la plante. Le calcium joue un rôle essentiel dans la régulation de nombreux processus 

physiologiques qui influencent à la fois sur la croissance et les réponses aux stress 

environnementaux (Bartels et Sunkar, 2005) ; il est impliqué dans les mécanismes de 
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fermeture stomatique en réponse à divers stimuli tels que l'obscurité, l'ABA, le CO2, le froid ou 

un stress oxydatif (McAinsh et al., 1996; Kwak et al., 2003). 

Sadiqov et al., (2002) indique que le Ca++ participe aux mécanismes de signalisation de 

l'accumulation de la proline induite par la sécheresse pour l'ajustement osmotique. En outre, 

l'ABA joue un rôle protecteur en réponse aux stress abiotiques, notamment la sécheresse, la 

salinité et le froid (Schroeder et al., 2001, Finkelstein et al., 2002, Zhu, 2002). 

Une fonction importante du Ca++ mitochondrial est de stimuler le cycle de l'acide 

tricarboxylique (TCA) (McCormack et Denton, 1993) et la phosphorylation oxydative (Das 

et Harris,1990 ; Balaban, 2002). Par conséquent, Ca+ + pourrait augmenter la production de 

ROS en augmentant le métabolisme. Pendant ce processus, plus d'électrons fuient de la chaîne 

respiratoire tandis que plus d'O2 est consommé pour produire de l'ATP (Pei et al., 2000; 

Koëhler et al., 2003). 

L’ABA induit la fermeture stomatique en réponse à des stress abiotiques afin de limiter 

les pertes d’eau de la plante (Lim et al.,2015). Cette régulation fait intervenir des voies de 

signalisation complexes de phosphorylation via des kinases calcium dépendantes ou non. 

L’activité de ces kinases permet d’inhiber les différentes protéines participant à l'ouverture 

stomatique et d’activer les acteurs de la fermeture stomatique directement par phosphorylation 

ou par l’intermédiaire de messagers secondaires tels que les ROS ou du Ca++ mais aussi en 

modulant l’expression génique de ces différentes protéines (Kroniewicz.,2011). Le calcium 

semble aussi jouer un rôle important dans la signalisation de l'ABA chez les plantes (Jammes 

et al., 2011, Cheval et al.,2013). 

 Dans les conditions de salinité, l'excès de Na+ entre en compétition avec K+, et c'est la 

base de la toxicité du Na+ (Blumwald 2000). Cela se traduit par une diminution de l’absorption 

de K+. Ainsi, l’ion Na+ est capable de déplacé le Ca++ du plasalemme des cellules racinaires 

entrainant l’augmentation de perméabilité membranaire et provoquant un efflux du K+ (El-Iklil 

et al., 2001).  

La tolérance des plantes à l'excès de sodium est largement liée à une faible absorption 

de Na+ et à l’accumulation de K+ et Ca++ afin de maintenir un rapport K+/Na+ optimal dans le 

cytoplasme des cellules du mésophylle (James et al., 2006 ; Munns et tester, 2008), ce qui est 

essentiel pour de nombreux processus enzymatiques (Guo  et al., 2010).   
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Conclusion 

 La salinité constitue une contrainte majeure à la productivité et au développement 

agricole, en réduisant la croissance et le développement des plantes. La connaissance des 

critères de résistance à la salinité serait d'un grand intérêt car ils pourraient servir de base pour 

la sélection de la résistance des plantes aux stress abiotiques en particulier la salinité. 

Cependant, l’utilisation des ressources naturelles disponibles présente l’une des méthodes 

agricoles utilisées depuis longtemps pour la valorisation et la réhabilitation des terres affectées 

par la salinité. Cette étude s’est axée sur l’effet de la bentonite sur le comportement hydrique, 

physiologique et métabolique du gombo soumis à un régime salin au NaCl. 

 Dans nos conditions expérimentales, le statut hydrique du gombo est influencé par le 

NaCl, le type de substrat et l’effet combiné salinité – bentonite. Le NaCl a provoqué une chute 

du contenu hydrique (RWC) des feuilles des plantes cultivées sous substrat sans bentonite, 

accompagné d’une limitation de la déperdition en eau (RWL). Aussi, cette diminution de la 

transpiration reste liée à la fermeture des stomates mesurée grâce à la résistance stomatique 

relative à la quantité de vapeur d’eau diffusé par les stomates. Cette résistance stomatique 

augmente significativement sous l’effet de la salinité. En revanche, les plantes cultivées sous 

substrat bentonisé à 3.5 % et 7% montrent une stabilité du RWC des feuilles et du RWL 

(transpiration) lorsque la salinité du milieu augmente, mais ils restent nettement inférieurs à 

ceux enregistrés chez les plantes témoins. Ces variations des paramètres hydriques par les 

plantes restent vraisemblablement liées à l’effet substrat bentonite, améliorant la capacité de 

rétention de l’eau pour être utilisée par la plante.  

 La fermeture des stomates lors d’un stress salin est l’un des mécanismes que les plantes 

utilisent pour maintenir un gradient de potentiel hydrique entre le milieu interne et externe de 

la plante en limitant les pertes en eau, mais elle provoque également une diminution de la 

pénétration du CO2, ce qui affecte le processus de la photosynthèse. En effet, sous le substrat 

sans bentonite le traitement salin provoque un ralentissement de l’activité photosynthétique; 

qui se traduit par une diminution des teneurs en pigments chlorophylliens des feuilles quelle 

que soit la concentration saline appliquée. Néanmoins, l’apport de bentonite aux substrats de 

culture a amélioré significativement la synthèse des pigments chlorophylliens. 

 D’autre part, l’application du stress salin stimule la synthèse des sucres solubles, de la 

proline et des protéines chez le gombo. Ces composés jouent un rôle important dans 

l’ajustement osmotique ; leur accumulation est considérée comme un marqueur de la résistance 

des plantes aux contraintes abiotiques notamment le stress salin. Par ailleurs, l’ajout de 



CONCLUSION GENERALE 

 

72 
 

bentonite aux substrats de culture a amélioré l’aptitude du gombo à tolérer les concentrations 

de NaCl croissantes, en accumulant davantage ces composés comparativement au substrat sans 

bentonite; ce qui explique le maintien de la turgescence cellulaire, appréciée par des teneurs 

relatives en eau sous salinité. 

 En outre, nos résultats montrent que la sévérité du stress salin s’accompagne d’un stress 

oxydatif. En effet, sous les trois substrats les teneurs en peroxyde d’hydrogène et en 

malondialdéhyde augmentent au fur et à mesure que la salinité augmente dans le milieu, 

témoignant la production d’espèces réactives de l’oxygène (ROS) et l’instabilité de la 

membrane cellulaire. Mais cette augmentation reste dépendante de la concentration de NaCl 

appliquée et la dose de bentonite ajoutée.  

 Il est à noter aussi que le gombo synthétise des antioxydants non enzymatiques, en 

réponse à l’accumulation excessive des ROS. Cela se traduit par l’accumulation de polyphénols 

totaux et des flavonoïdes totaux sous l’effet de NaCl. Ainsi, une corrélation étroite est 

enregistrée entre l’accumulation en ces composées et la production de H2O2 et de MDA, en 

particulier, sous le substrat sans bentonite et à 3.5% de bentonite. 

 Dans nos conditions expérimentales, le stress salin au NaCl induit une accumulation 

excessive de Na+ chez le gombo notamment dans les racines ; cette accumulation est plus 

importante chez les plantes cultivées sous substrat bentonisé aux deux doses, à cause de la 

richesse de la bentonite en Na+. Le caractère antagoniste du Na+ vis-à-vis du K+ provoque un 

déséquilibre dans la nutrition minérale. D’autre part, le gombo accumule davantage le Ca++ sous 

l’effet de NaCl, avec des teneurs plus importantes dans les feuilles que le sodium, ce qui 

s’explique par un ratio Ca++/Na+ supérieur à l’unité sous tous les traitements salins et les doses 

de bentonite. Les résultats montrent aussi que sous le substrat sans bentonite, la teneur en K+ 

racinaire diminue tandis que ce cation évolue à la hausse dans les feuilles sous l’effet de NaCl. 

Cependant, sous les deux substrats bentonisés les racines accumulent davantage le K+ lorsque 

la salinité augmente avec des teneurs moins importantes que celles enregistrées sous le substrat 

sans bentonite.  

 L’indice de sensibilité relative à la salinité détermine le niveau de sensibilité des plantes 

du Gombo cultivées sous substrat bentonisé et sans bentonite. Les résultats de cet indice 

montrent une importante variation entre les traitements en NaCl appliqués et le substrat. En 

effet, à concentration modérée (100 mM), les plantes cultivées sous substrat bentonisé à 3.5 et 

7% montrent une résistance importante comparativement aux plantes cultivées sous substrat 
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sans bentonite. La sévérité du stress salin (300 mM) induit une sensibilité plus importante chez 

toutes les plantes cultivées sous les substrats bentonisés et sans bentonite. 

 Nos résultats montrent que l’ajout de bentonite dans les sols sableux affectés par la 

salinité peut apporter des changements dans les réponses hydriques et physiologiques du gombo 

(Abelmoschus esculentus L.). Ces changements dépendent essentiellement de la sévérité de la 

contrainte et la dose de bentonite apportée, mais l’application de telles conclusions sur le terrain 

reste prématurée. Ce qui nécessite des travaux plus approfondis et plus ciblé dans la possibilité 

de contribuer à l’amélioration de la tolérance des espèces à la salinité et la réhabilitation des 

sols contaminés.   
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Fig.1. Courbe d’étalonnage des sucres solubles 

  

Fig.2. Courbe d’étalonnage de la proline 

 

Fig3. Courbe d’étalonnage des protéines totales 
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Fig.4. Courbe d’étalonnage des polyphénols totaux 

 

Fig.5. Courbe d’étalonnage des flavonoïdes 
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Tableau1. Analyse de variance ANOVA de l’effet de NaCl et de la bentonite sur RWC des 

feuilles d’Abelmoschus esculentus (L.) âgées de deux mois.   

 

Tableau2. Analyse de variance ANOVA de l’effet de NaCl et de la bentonite sur RWL des 

feuilles d’Abelmoschus esculentus (L.) âgées de deux mois. 

 

Tableau3. Analyse de variance ANOVA de l’effet de NaCl et de la bentonite sur la conductance 

stomatique des feuilles d’Abelmoschus esculentus (L.) âgées de deux mois. 

 

Tableau4. Analyse de variance ANOVA de l’effet de NaCl et de la bentonite sur la résistance 

stomatique des feuilles d’Abelmoschus esculentus (L.) âgées de deux mois. 

 

Tableau5. Analyse de variance ANOVA de l’effet de NaCl et de la bentonite sur chlorophylle 

a des feuilles d’Abelmoschus esculentus (L.) âgées de deux mois. 

 

Tableau6. Analyse de variance ANOVA de l’effet de NaCl et de la bentonite sur les teneurs en 

chlorophylle b des feuilles d’Abelmoschus esculentus (L.) âgées de deux mois. 

 

Tableau7. Analyse de variance ANOVA de l’effet de NaCl et de la bentonite sur les teneurs en 

caroténoïdes des feuilles d’Abelmoschus esculentus (L.) âgées de deux mois. 

 

Paramètre Effet bentonite (F1) Effet NaCl (F2) Interaction (F1×F2) 

Test f probabilité Test f probabilité Test f probabilité 

RWC % 4.92 0.019* 8.59 0** 9.73 0** 

paramètre Effet bentonite (F1) Effet NaCl (F2) Interaction (F1×F2) 

Test f probabilité Test f probabilité Test f probabilité 

RWL 215.93 0** 57.94 0** 44.37 0** 

paramètre Effet bentonite (F1) Effet NaCl (F2) Interaction (F1×F2) 

Test f probabilité Test f probabilité Test f probabilité 

cs 400.17 0** 9680 0** 543.37 0** 

paramètre Effet bentonite (F1) Effet NaCl (F2) Interaction (F1×F2) 

Test f probabilité Test f probabilité Test f probabilité 

rs 718 0** 1897 0** 611 0** 

paramètre Effet bentonite (F1) Effet NaCl (F2) Interaction (F1×F2) 

Test f probabilité Test f probabilité Test f probabilité 

Chlorophylle a 23,03 0** 6,54 0** 8,84 0** 

paramètre Effet bentonite (F1) Effet NaCl (F2) Interaction (F1×F2) 

Test f probabilité Test f probabilité Test f probabilité 

Chlorophylle b 23,03 0** 6,54 0** 8,84 0** 

paramètre Effet bentonite (F1) Effet NaCl (F2) Interaction (F1×F2) 

Test f probabilité Test f probabilité Test f probabilité 

caroténoides 37.31 0** 11.84 0** 1.81 0.14 
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Tableau8. Analyse de variance ANOVA de l’effet de NaCl et de la bentonite sur la teneur en 

sucres solubles des feuilles et racines d’Abelmoschus esculentus (L.) âgées de deux mois

  

 

Tableau9. Analyse de variance ANOVA de l’effet de NaCl et de la bentonite sur la teneur en 

proline des feuilles et racines d’Abelmoschus esculentus (L.) âgées de deux mois. 

 

Tableau10. Analyse de variance ANOVA de l’effet de NaCl et de la bentonite sur la teneur en 

protéines totales des feuilles et racines d’Abelmoschus esculentus (L.) âgées de deux mois. 

 

Tableau11. Analyse de variance ANOVA de l’effet de NaCl et de la bentonite sur la teneur en 

MDA des feuilles et racines d’Abelmoschus esculentus (L.) âgées de deux mois. 

 

Tableau12. Analyse de variance ANOVA de l’effet de NaCl et de la bentonite sur la teneur en 

H2O2 des feuilles et racines d’Abelmoschus esculentus (L.) âgées de deux mois. 

 

Tableau13. Analyse de variance ANOVA de l’effet de NaCl et de la bentonite sur la teneur en 

polyphénols totaux des feuilles et racines d’Abelmoschus esculentus (L.) âgées de deux mois. 

 

Tableau14. Analyse de variance ANOVA de l’effet de NaCl et de la bentonite sur la teneur en 

flavonoïdes des feuilles et racines d’Abelmoschus esculentus (L.) âgées de deux mois. 

 

 

 

 

paramètre Effet bentonite (F1) Effet NaCl (F2) Interaction (F1×F2) 

Test f probabilité Test f probabilité Test f probabilité 

Sucres solubles 42.98 0** 47.13 0** 33.69 0** 

paramètre Effet bentonite (F1) Effet NaCl (F2) Interaction (F1×F2) 

Test f probabilité Test f probabilité Test f probabilité 

proline 44.31 0** 67.76 0** 47.86 0** 

paramètre Effet bentonite (F1) Effet NaCl (F2) Interaction (F1×F2) 

Test f probabilité Test f probabilité Test f probabilité 

protéines 45.02 0** 7.62 0** 5.62 0** 

paramètre Effet bentonite (F1) Effet NaCl (F2) Interaction (F1×F2) 

Test f probabilité Test f probabilité Test f probabilité 

MDA 14.47 0** 13.39 0** 5.87 0** 

paramètre Effet bentonite (F1) Effet NaCl (F2) Interaction (F1×F2) 

Test f probabilité Test f probabilité Test f probabilité 

H2O2 45.43 0** 120.57 0** 47.32 0** 

paramètre Effet bentonite (F1) Effet NaCl (F2) Interaction (F1×F2) 

Test f probabilité Test f probabilité Test f probabilité 

Plyphénols tot 51.68 0** 56.25 0** 23.14 0** 

paramètre Effet bentonite (F1) Effet NaCl (F2) Interaction (F1×F2) 

Test f probabilité Test f probabilité Test f probabilité 

flavonoides 28.15 0** 15.56 0** 43.93 0** 
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Tableau15. Analyse de variance ANOVA de l’effet de NaCl et de la bentonite sur la teneur en 

Na+ des feuilles et racines d’Abelmoschus esculentus (L.) âgées de deux mois. 

 

Tableau16. Analyse de variance ANOVA de l’effet de NaCl et de la bentonite sur la teneur en 

K+ des feuilles et racines d’Abelmoschus esculentus (L.) âgées de deux mois. 

 

Tableau17. Analyse de variance ANOVA de l’effet de NaCl et de la bentonite sur la teneur en 

Ca++ des feuilles et racines d’Abelmoschus esculentus (L.) âgées de deux mois. 

 

Tableau18. Analyse de variance ANOVA de l’effet de NaCl et de la bentonite sur le ratio 

K+/Na+ des feuilles et racines d’Abelmoschus esculentus (L.) âgées de deux mois. 

 

Tableau19. Analyse de variance ANOVA de l’effet de NaCl et de la bentonite sur le ratio en 

Ca++/Na+ des feuilles et racines d’Abelmoschus esculentus (L.) âgées de deux mois. 

 

 

 

paramètre Effet bentonite (F1) Effet NaCl (F2) Interaction (F1×F2) 

Test f probabilité Test f probabilité Test f probabilité 

Na+ 173.86 0** 59.68 0** 16.84 0** 

paramètre Effet bentonite (F1) Effet NaCl (F2) Interaction (F1×F2) 

Test f probabilité Test f probabilité Test f probabilité 

K+ 675.42 0** 95.99 0** 236.91 0** 

paramètre Effet bentonite (F1) Effet NaCl (F2) Interaction (F1×F2) 

Test f probabilité Test f probabilité Test f probabilité 

Ca++ 113.51 0** 67.73 0** 57.35 0** 

paramètre Effet bentonite (F1) Effet NaCl (F2) Interaction (F1×F2) 

Test f probabilité Test f probabilité Test f probabilité 

K+/Na+ 73,55 0** 24,62 0** 33,21 0** 

paramètre Effet bentonite (F1) Effet NaCl (F2) Interaction (F1×F2) 

Test f probabilité Test f probabilité Test f probabilité 

Ca++/Na+ 111,86 0** 17,63 0** 47,63 0** 
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Tableau1.L’effet de NaCl et de la bentonite sur RWC des feuilles d’Abelmoschus esculentus (L,) âgées de deux mois. 

 

 

 

 

 

 

 

Tableau2. L’effet de NaCl et de la bentonite sur RWL des feuilles d’Abelmoschus esculentus (L,) âgées de deux mois. 
 
 
 
 

 

 

 

Tableau3. L’effet de NaCl et de la bentonite sur la résistance stomatique des feuilles d’Abelmoschus esculentus (L,) âgées de deux mois. 
 
 
 
 

 

 

 

Tableau4. L’effet de NaCl et de la bentonite sur la conductance stomatique des feuilles d’Abelmoschus esculentus (L,) âgées de deux mois. 
 
 
 
 

Bentonite (%) Sans bentonite 3,5% bentonite 7% bentonite 

NaCl (mM.l-1) Témoin 100 mM 300mM 0 mM 100 mM 300mM 0 mM 100 mM 300mM 

RWC (%) m±σ 92,33±0,77 88,56±1,05 80,38±1,85 83,45±0,75 84,37±3,74 84,67±0,59 86,00±2,14 84,22±3,07 84,92±1,77 

Bentonite(%)  Sans bentonite 3,5% bentonite 7% bentonite 

NaCl (mM.l-1) Témoin 100 mM 300mM 0 mM 100 mM 300mM 0 mM 100 mM 300mM 

RWL (mg 

H2O.cm-2.min,-1) 

m±σ 0,047±0,003 0,045±0,004 0,020±0,001 0,020±0,002 0,019±0,003 0,020±0,003 0,020±0,003 0,019±0,001 0,017±0,003 

Bentonite(%)  Sans bentonite 3,5% bentonite 7% bentonite 

NaCl (mM.l-1) Témoin 100 mM 300mM 0 mM 100 mM 300mM 0 mM 100 mM 300mM 

r.s.(m2 s mol-1)  
m±σ 

 

3,22±0,57 4,93±0,03 15,16±0,17 1,796±0,05 7,4±0,07 13,12±0,55 2,46±0,12 5,64±0,05 16,48±0,16 

Bentonite(%)  Sans bentonite 3,5% bentonite 7% bentonite 

NaCl (mM.l-1) Témoin 100 mM 300mM 0 mM 100 mM 300mM 0 mM 100 mM 300mM 

c,s,(mmol.m-2.s-1) 

m±σ 579±24,1 424±7,4 57,8±0,8 444±8,9 196,6±8,7 116,8±1,3 428±19,8 251±4,8 14,98±0,7 
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Tableau5. L’effet de NaCl et de la bentonite sur la teneur en chlorophylle a des feuilles d’Abelmoschus esculentus (L,) âgées de deux mois. 
 
 
 

 

 

 

Tableau6. L’effet de NaCl et de la bentonite sur la teneur en chlorophylle b des feuilles d’Abelmoschus esculentus (L,) âgées de deux mois. 
 
 
 

 

 

 

 

Tableau7. L’effet de NaCl et de la bentonite sur la teneur en caroténoïdes des feuilles d’Abelmoschus esculentus (L,) âgées de deux mois. 
 
 
 
 

 

 

Tableau8. L’effet de NaCl et de la bentonite sur la teneur en sucres solubles des feuilles et racines d’Abelmoschus esculentus (L,) âgées  

de deux mois. 
 
 
 
 
 

 

Bentonite(%) Sans bentonite 3,5% bentonite 7% bentonite 

NaCl (mM.l-1) Témoin 100 mM 300mM 0 mM 100 mM 300mM 0 mM 100 mM 300mM 

chl a (µg.g-1 PF)  

 m±σ 

926±14 844±43 520±95 1105±46 1089±86 1025±193 918±117 949±19 918±82 

Bentonite(%)  Sans bentonite 3,5% bentonite 7% bentonite 

NaCl (mM.l-1) Témoin 100 mM 300mM 0 mM 100 mM 300mM 0 mM 100 mM 300mM 

chl b (µg.g-1 PF)  

 m±σ 235±30 139±17 88±12 173±27 182±18 231±38 178±52 215±24 270±45 

Bentonite(%)  Sans bentonite 3,5% bentonite 7% bentonite 

NaCl (mM.l-1) Témoin 100 mM 300mM 0 mM 100 mM 300mM 0 mM 100 mM 300mM 

carot (µg.g-1 PF)  

 m±σ 284±19 284±16 180±43 382±24 373±31 330±77 301±52 309±12 277±28 

Bentonite(%)  Sans bentonite 3,5% bentonite 7% bentonite 

NaCl (mM.l-1) Témoin 100 mM 300mM 0 mM 100 mM 300mM 0 mM 100 mM 300mM 

suc,sol 

(mg.g-1 

PF) 

 m±σ 

Feuilles 18,97±2,32 22,04±2,18 35,83±3,25 29,39±2,26 36,98±1,28 46,50±1,04 30,87±2,38 40,92±3,57 48,05±2,29 

Racines 14,13±1,48 21,58±3,07 23,73±3,29 31,05±1,93 25,57±4,72 10,63±1,13 9,94±2,91 20,32±2,63 47,13±2,06 
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Tableau9. L’effet de NaCl et de la bentonite sur la teneur en proline des feuilles et racines d’Abelmoschus esculentus (L,) âgées de deux mois. 
 
 
 
 
 

 

 

 

Tableau10. L’effet de NaCl et de la bentonite sur la teneur en protéines totales des feuilles et racines d’Abelmoschus esculentus (L,) âgées de deux 

mois. 
 
 
 
 
 

 

 

 

Tableau11. L’effet de NaCl et de la bentonite sur la teneur en MDA des feuilles et racines d’Abelmoschus esculentus (L,) âgées de deux mois. 
 
 
 
 
 
 

 

 

 

 

 

 

Bentonite(%)  Sans bentonite 3,5% bentonite 7% bentonite 

NaCl (mM.l-1) Témoin 100 mM 300mM 0 mM 100 mM 300mM 0 mM 100 mM 300mM 

proline 

(mg.g-1 

PS) 

 m±σ 

Feuilles 

0,26±0,05 0,25±0,02 0,55±0,05 0,26±0,02 0,35±0,02 0,76±0,1 0,40±0,01 0,57±0,03 0,60±0,03 

Racines 
0,23±0,05 0,30±0,03 0,51±0,09 0,30±0,01 0,28±0,03 0,34±0,07 0,60±0,04 0,72±0,07 0,11±0,01 

Bentonite(%)  Sans bentonite 3,5% bentonite 7% bentonite 

NaCl (mM.l-1) Témoin 100 mM 300mM 0 mM 100 mM 300mM 0 mM 100 mM 300mM 

protéines 

(mg.g-1 

PF)  

 m±σ 

Feuilles 

14,72±2,58 15,73±2,12 14,12±2,43 21,16±0,43 21,33±1,84 18,32±2,09 16,74±3,17 20,70±1,48 14,26±2,89 

Racines 
0,39±0,09 0,77±0,09 0,94±0,09 2,03±0,25 2,03±0,39 1,08±0,20 2,54±0,53 2,27±0,21 1,79±0,33 

Bentonite(%)  Sans bentonite 3,5% bentonite 7% bentonite 

NaCl (mM.l-1) Témoin 100 mM 300mM 0 mM 100 mM 300mM 0 mM 100 mM 300mM 

MDA 

(µmol.g-

1 PS)  

 m±σ 

Feuilles 

1,89±0,26 2,58±0,24 4,24±1,01 2,55±0,42 2,01±0,18 1,71±0,23 2,17±0,24 1,83±0,54 2,48±0,65 

Racines 
1,94±0,13 1,62±0,12 1,25±0,15 2,18±0,47 1,70±0,24 1,57±0,14 1,56±0,14 1,28±0,22 1,19±0,16 
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Tableau12. L’effet de NaCl et de la bentonite sur la teneur en H2O2 des feuilles et racines d’Abelmoschus esculentus (L,) âgées de deux mois. 
 
 

 

 

 

 

 

 

Tableau13. L’effet de NaCl et de la bentonite sur la teneur en polyphénols totaux des feuilles et racines d’Abelmoschus esculentus (L,) âgées de deux 

mois. 
 
 
 
 
 
 

 

 

 

 

Tableau14. L’effet de NaCl et de la bentonite sur la teneur en flavonoïdes des feuilles et racines d’Abelmoschus esculentus (L,) âgées de deux mois. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

 

Bentonite(%)  Sans bentonite 3,5% bentonite 7% bentonite 

NaCl (mM.l-1) Témoin 100 mM 300mM 0 mM 100 mM 300mM 0 mM 100 mM 300mM 

H2O2 

(µmol.g-

1  PF) 

 m±σ 

Feuilles 

50,05±6,76 106,11±10,15 246,00±13,08 26,68±9,91 108,32±23,9 188,05±17,91 48,32±10,64 47,53±6,30 24,32±6,66 

Racines 
20,37±4,00 37,26±5,37 6,32±3,16 5,68±2,70 36,00±7,16 25,26±5,96 25,26±8,24 25,74±6,52 7,89±4,18 

Bentonite(%)  Sans bentonite 3,5% bentonite 7% bentonite 

NaCl (mM.l-1) Témoin 100 mM 300mM 0 mM 100 mM 300mM 0 mM 100 mM 300mM 

Polyph- 

énols 

(mg.g-1 

PS) 

 m±σ 

Feuilles 

2,27±0,21 2,72±0,15 3,36±0,19 2,93±0,35 3,49±0,26 3,48±0,31 3,29±0,34 3,39±0,12 4,47±0,11 

Racines 

3,08±0,32 2,43±0,15 0,53±0,16 2,51±0,19 2,03±0,18 0,76±0,15 0,76±0,12 0,96±0,33 0,95±0,13 

Bentonite(%)  Sans bentonite 3,5% bentonite 7% bentonite 

NaCl (mM.l-1) Témoin 100 mM 300mM 0 mM 100 mM 300mM 0 mM 100 mM 300mM 

Flavon- 

oïdes 

(mg.g-1 

PS) 

 m±σ 

Feuilles 

5,06±0,27 5,19±0,30 6,26±0,50 7,38±0,38 7,22±0,57 6,53±0,31 5,81±0,21 4,98±0,10 7,97±0,23 

Racines 

2,15±0,19 2,30±0,19 4,93±0,45 4,57±0,21 4,12±0,18 3,04±0,35 3,44±0,57 3,41±0,61 2,88±0,41 
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Tableau15. L’effet de NaCl et de la bentonite sur la teneur en Na+ des feuilles et racines d’Abelmoschus esculentus (L,) âgées de deux mois. 
 
 
 
 
 

 

 

 

Tableau16. L’effet de NaCl et de la bentonite sur la teneur en K+ des feuilles et racines d’Abelmoschus esculentus (L,) âgées de deux mois. 
 
 
 
 

 

 

 

 

 

Tableau17. L’effet de NaCl et de la bentonite sur la teneur en Ca++ des feuilles et racines d’Abelmoschus esculentus (L,) âgées de deux mois. 
 
 
 
 
 
 

 

 

 

 

 

Bentonite(%)  Sans bentonite 3,5% bentonite 7% bentonite 

NaCl (mM.l-1) Témoin 100 mM 300mM 0 mM 100 mM 300mM 0 mM 100 mM 300mM 

Na+ 

(mg.g-1 

PS) 

 m±σ 

Feuilles 

5,08±0,23 6,48±0,96 10,4±0,63 9,84±1,20 12,08±1,95 16,04±0,61 17,04±0,23 17,2±0,57 21,48±1,25 

Racines 
4,82±1,29 8,92±0,90 26,12±1,54 26,78±1,00 34,52±1,48 28,38±4,19 33,78±1,48 38,22±0,63 42,96±1,95 

Bentonite(%)  Sans bentonite 3,5% bentonite 7% bentonite 

NaCl (mM.l-1) Témoin 100 mM 300mM 0 mM 100 mM 300mM 0 mM 100 mM 300mM 

K+ 

(mg.g-1 

PS) 

 m±σ 

Feuilles 

30,78±1,23 42,3±1,02 41,76±1,05 9,42±2,89 22,18±1,85 42,34±1,86 40,74±1,30 31,04±2,58 20,68±3,21 

Racines 
98,52±1,77 92,28±1,71 54,9±4,06 35,66±1,71 40,74±1,63 39,94±1,85 11,62±0,95 19,46±0,95 13,94±0,74 

Bentonite(%)  Sans bentonite 3,5% bentonite 7% bentonite 

NaCl (mM.l-1) Témoin 100 mM 300mM 0 mM 100 mM 300mM 0 mM 100 mM 300mM 

Ca++ 

(mg.g-1 

PS) 

 m±σ 

Feuilles 

16,9±1,08 21,76±2,14 25,04±1,52 2,84±2,24 15,06±2,28 31,48±1,52 34,78±1,03 29,3±2,59 21,72±1,58 

Racines 
17,36±1,69 17,94±1,28 21,7±1,54 16,12±0,64 10,72±1,99 26,52±2,90 5,32±0,82 5,18±1,10 12,58±0,68 
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Tableau18. L’effet de NaCl et de la bentonite sur le ratio K+/Na+ des feuilles et racines d’Abelmoschus esculentus (L,) âgées de deux mois. 
 
 
 
 
 

 

 

 

 

Tableau19. L’effet de NaCl et de la bentonite sur le ratio Ca++/Na+ des feuilles et racines d’Abelmoschus esculentus (L,) âgées de deux mois. 
 
 
 
 
 

Bentonite(%)  Sans bentonite 3,5% bentonite 7% bentonite 

NaCl (mM.l-1) Témoin 100 mM 300mM 0 mM 100 mM 300mM 0 mM 100 mM 300mM 

K+/Na+ 

 m±σ 

Feuilles 

6,07±0,42 6,67±1,16 4,02±0,15 0,96±0,28 1,87±0,27 2,64±0,15 2,39±0,07 1,80±0,13 0,96±0,15 

Racines 
21,62±5,50 10,42±0,88 2,11±0,16 1,33±0,07 1,18±0,10 1,42±0,15 0,34±0,02 0,51±0,02 0,33±0,03 

Bentonite(%)  Sans bentonite 3,5% bentonite 7% bentonite 

NaCl (mM.l-1) Témoin 100 mM 300mM 0 mM 100 mM 300mM 0 mM 100 mM 300mM 

Ca++/Na+ 

 m±σ 

Feuilles 

3,33±0,29 3,38±0,21 2,41±0,20 0,28±0,19 1,27±0,26 1,96±0,06 2,04±0,07 1,70±0,15 1,02±0,11 

Racines 
3,83±1,09 2,02±0,11 0,83±0,02 0,60±0,04 0,31±0,07 0,96±0,23 0,16±0,03 0,14±0,03 0,29±0,02 
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Tableau1. Comparaison des moyennes de la RWC des feuilles d’Abelmoschus esculentus (L.) âgées de deux mois (test de Newman-Keuls). 

 Sans bentonite 3.5% bentonite 7% bentonite 

Témoin 100mM 300mM 0mM 100mM 300mM 0 mM 100mM 300mM 

Sans 

bentonite 

Témoin   0,035* 0,000** 0,001** 0,001** 0,001** 0,003** 0,001** 0,001** 

100mM   0,002** 0,077 0,128 0,125 0,140 0,144 0,099 

300mM    0,080 0,111 0,115 0,042* 0,078 0,115 

3.5% 

bentonite 

0mM     0,846 0,881 0,646 0,646 0,897 

100mM      0,857 0,759 0,931 0,940 

300mM       0,706 0,960 0,880 

7% 

bentonite 

0mM        0,818 0,524 

100mM         0,974 

300mM          

 

 

Tableau2. Comparaison des moyennes de la RWL des feuilles d’Abelmoschus esculentus (L.) âgées de deux mois (test de Newman-Keuls). 

 Sans bentonite 3.5% bentonite 7% bentonite 

Témoin 100mM 300mM 0mM 100mM 300mM 0 mM 100mM 300mM 

Sans 

bentonite 

Témoin   0,238 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000 

100mM   0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 

300mM    1,000 0,978 0,894 0,961 0,962 0,439 

3.5% 

bentonite 

0mM     0,994 0,990 0,993 0,984 0,515 

100mM      0,961 0,894 0,791 0,319 

300mM       0,894 0,950 0,428 

7% 

bentonite 

0mM        0,915 0,392 

100mM         0,238 

300mM          
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Tableau3. Comparaison des moyennes de la Cs des feuilles d’Abelmoschus esculentus (L.) âgées de deux mois (test de Newman-Keuls). 

 Sans bentonite 3.5% bentonite 7% bentonite 

Témoin 100mM 300mM 0mM 100mM 300mM 0 mM 100mM 300mM 

Sans 

bentonite 

Témoin   0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 

100mM   0,000** 0,002** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 

300mM    0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 

3.5% 

bentonite 

0mM     0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 

100mM      0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 

300mM       0,000** 0,000** 0,000** 

7% 

bentonite 

0mM        0,000** 0,000** 

100mM         0,000** 

300mM          

 

Tableau4. Comparaison des moyennes la résistance stomatique des feuilles d’Abelmoschus esculentus (L.) âgées de deux mois (test de Newman-

Keuls). 

 Sans bentonite 3.5% bentonite 7% bentonite 

Témoin 100mM 300mM 0mM 100mM 300mM 0 mM 100mM 300mM 

Sans 

bentonite 

Témoin   0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 

100mM   0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 

300mM    0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 

3.5% 

bentonite 

0mM     0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 

100mM      0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 

300mM       0,000** 0,000** 0,000** 

7% 

bentonite 

0mM        0,000** 0,000** 

100mM         0,000** 

300mM          
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Tableau5. Comparaison des moyennes de la teneur en chl a des feuilles d’Abelmoschus esculentus (L.) âgées de deux mois (test de Newman-Keuls). 

 Sans bentonite 3.5% bentonite 7% bentonite 

Témoin 100mM 300mM 0mM 100mM 300mM 0 mM 100mM 300mM 

Sans 

bentonite 

Témoin   0,516 0,000** 0,033* 0,041* 0,225 0,990 0,697 0,904 

100mM   0,000** 0,002** 0,003** 0,043* 0,218 0,402 0,424 

300mM    0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 

3.5% 

bentonite 

0mM     0,793 0,376 0,044* 0,056 0,035* 

100mM      0,284 0,063 0,057 0,047* 

300mM       0,380 0,205 0,288 

7% 

bentonite 

0mM        0,952 0,990 

100mM         0,865 

300mM          

 

Tableau6. Comparaison des moyennes de la teneur en chl b des feuilles d’Abelmoschus esculentus (L.) âgées de deux mois (test de Newman-Keuls). 

 Sans bentonite 3.5% bentonite 7% bentonite 

Témoin 100mM 300mM 0mM 100mM 300mM 0 mM 100mM 300mM 

Sans 

bentonite 

Témoin   0,000** 0,000** 0,046* 0,059 0,841 0,059 0,587 0,086 

100mM   0,015* 0,098 0,165 0,000** 0,142 0,005** 0,000** 

300mM    0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 

3.5% 

bentonite 

0mM     0,905 0,053 0,808 0,188 0,000** 

100mM      0,053 0,856 0,112 0,001** 

300mM       0,062 0,435 0,135 

7% 

bentonite 

0mM        0,181 0,000** 

100mM         0,043* 

300mM          
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Tableau7. Comparaison des moyennes de la teneur en caroténoïdes des feuilles d’Abelmoschus esculentus (L.) âgées de deux mois (test de Newman-Keuls). 

 Sans bentonite 3.5% bentonite 7% bentonite 

Témoin 100mM 300mM 0mM 100mM 300mM 0 mM 100mM 300mM 

Sans 

bentonite 

Témoin   0,992 0,000** 0,000** 0,011* 0,343 0,779 0,746 0,771 

100mM   0,000** 0,003** 0,008** 0,256 0,510 0,583 0,950 

300mM    0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 

3.5% 

bentonite 

0mM     0,694 0,100 0,016* 0,024* 0,002** 

100mM      0,094 0,028* 0,035* 0,006** 

300mM       0,455 0,386 0,273 

7% 

bentonite 

0mM        0,741 0,768 

100mM         0,692 

300mM          

 

Tableau8. Comparaison des moyennes de la teneur en sucres solubles des feuilles d’Abelmoschus esculentus (L.) âgées de deux mois (test de Newman-Keuls). 

 Sans bentonite 3.5% bentonite 7% bentonite 

Témoin 100mM 300mM 0mM 100mM 300mM 0 mM 100mM 300mM 

Sans 

bentonite 

Témoin   0,051 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 

100mM   0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 

300mM    0,000** 0,457 0,000** 0,002** 0,005** 0,000** 

3.5% 

bentonite 

0mM     0,000** 0,000** 0,338** 0,000** 0,000** 

100mM      0,000** 0,000** 0,014* 0,000** 

300mM       0,000** 0,000** 0,315 

7% 

bentonite 

0mM        0,000** 0,000** 

100mM         0,000** 

300mM          
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Tableau9. Comparaison des moyennes de la teneur en sucres solubles des racines d’Abelmoschus esculentus (L.) âgées de deux mois (test de Newman-Keuls). 

 Sans bentonite 3.5% bentonite 7% bentonite 

Témoin 100mM 300mM 0mM 100mM 300mM 0 mM 100mM 300mM 

Sans 

bentonite 

Témoin   0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,053 0,056 0,001** 0,000** 

100mM   0,228 0,000** 0,072 0,000** 0,000** 0,476 0,000** 

300mM    0,000** 0,301 0,000** 0,000** 0,140 0,000** 

3.5% 

bentonite 

0mM     0,003** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 

100mM      0,000** 0,000** 0,024* 0,000** 

300mM       0,698 0,000** 0,000** 

7% 

bentonite 

0mM        0,000** 0,000** 

100mM         0,000** 

300mM          

 

Tableau10. Comparaison des moyennes de la teneur en proline des feuilles d’Abelmoschus esculentus (L.) âgées de deux mois (test de Newman-Keuls). 

 Sans bentonite 3.5% bentonite 7% bentonite 

Témoin 100mM 300mM 0mM 100mM 300mM 0 mM 100mM 300mM 

Sans 

bentonite 

Témoin   0,964 0,000** 1,000 0,001** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 

100mM   0,000** 0,799 0,002** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 

300mM    0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,446 0,231 

3.5% 

bentonite 

0mM     0,002** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 

100mM      0,000** 0,047* 0,000** 0,000** 

300mM       0,000** 0,000** 0,000** 

7% 

bentonite 

0mM        0,000** 0,000** 

100mM         0,375 

300mM          
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Tableau11. Comparaison des moyennes de la teneur en proline des racines d’Abelmoschus esculentus (L.) âgées de deux mois (test de Newman-Keuls). 

 

 

Tableau12. Comparaison des moyennes de la teneur en protéines totales des feuilles d’Abelmoschus esculentus (L.) âgées de deux mois (test de Newman-

Keuls). 

 Sans bentonite 3.5% bentonite 7% bentonite 

Témoin 100mM 300mM 0mM 100mM 300mM 0 mM 100mM 300mM 

Sans 

bentonite 

Témoin   0,485 0,907 0,000** 0,000** 0,072 0,343 0,001** 0,746 

100mM   0,676 0,004** 0,004** 0,176 0,481 0,006** 0,562 

300mM    0,000** 0,000** 0,057 0,369 0,000** 0,925 

3.5% 

bentonite 

0mM     0,905 0,128 0,018* 0,750 0,000** 

100mM      0,168 0,021* 0,899 0,000** 

300mM       0,273 0,103 0,051 

7% 

bentonite 

0mM        0,022* 0,317 

100mM         0,000** 

300mM          

 

 

 

 

 Sans bentonite 3.5% bentonite 7% bentonite 

Témoin 100mM 300mM 0mM 100mM 300mM 0 mM 100mM 300mM 

Sans 

bentonite 

Témoin   0,126 0,000** 0,074 0,140 0,009** 0,000** 0,000** 0,000** 

100mM   0,000** 1,000 0,733 0,204 0,000** 0,000** 0,000** 

300mM    0,000** 0,000** 0,000** 0,006** 0,000** 0,000** 

3.5% 

bentonite 

0mM     0,455 0,408 0,000** 0,000** 0,000** 

100mM      0,190 0,000** 0,000** 0,000** 

300mM       0,000** 0,000** 0,000** 

7% 

bentonite 

0mM        0,000** 0,000** 

100mM         0,000** 

300mM          
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Tableau13. Comparaison des moyennes de la teneur en protéines totales des racines d’Abelmoschus esculentus (L.) âgées de deux mois (test de Newman-

Keuls). 

 Sans bentonite 3.5% bentonite 7% bentonite 

Témoin 100mM 300mM 0mM 100mM 300mM 0 mM 100mM 300mM 

Sans 

bentonite 

Témoin   0,042* 0,011* 0,000** 0,000** 0,002** 0,000** 0,000** 0,000** 

100mM   0,347 0,000** 0,000** 0,195 0,000** 0,000** 0,000** 

300mM    0,000** 0,000** 0,421 0,000** 0,000** 0,000** 

3.5% 

bentonite 

0mM     0,968 0,000** 0,020* 0,198 0,357 

100mM      0,000** 0,034* 0,378 0,185 

300mM       0,000** 0,000** 0,000** 

7% 

bentonite 

0mM        0,140 0,001** 

100mM         0,049* 

300mM          

 

 

Tableau14. Comparaison des moyennes de la teneur en MDA des feuilles d’Abelmoschus esculentus (L.) âgées de deux mois (test de Newman-Keuls). 

 Sans bentonite 3.5% bentonite 7% bentonite 

Témoin 100mM 300mM 0mM 100mM 300mM 0 mM 100mM 300mM 

Sans 

bentonite 

Témoin   0,253 0,000** 0,226 0,695 0,831 0,648 0,852 0,250 

100mM   0,000** 0,934 0,374 0,126 0,551 0,225 0,941 

300mM    0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 

3.5% 

bentonite 

0mM     0,317 0,122 0,435 0,211 0,804 

100mM      0,764 0,621 0,831 0,305 

300mM       0,585 0,695 0,160 

7% 

bentonite 

0mM        0,704 0,325 

100mM         0,252 

300mM          
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Tableau15. Comparaison des moyennes de la teneur en MDA des racines d’Abelmoschus esculentus (L.) âgées de deux mois (test de Newman-Keuls). 

 Sans bentonite 3.5% bentonite 7% bentonite 

Témoin 100mM 300mM 0mM 100mM 300mM 0 mM 100mM 300mM 

Sans 

bentonite 

Témoin   0,069 0,000** 0,097 0,097 0,059 0,072 0,000** 0,000** 

100mM   0,088 0,001** 0,554 0,749 0,910 0,088 0,042* 

300mM    0,000** 0,030* 0,117 0,084 0,855 0,648 

3.5% 

bentonite 

0mM     0,004** 0,001** 0,001** 0,000** 0,000** 

100mM      0,632 0,744 0,034* 0,012* 

300mM       0,927 0,101 0,065 

7% 

bentonite 

0mM        0,050* 0,053 

100mM         0,797 

300mM          

 

Tableau16. Comparaison des moyennes de la teneur en H2O2 des feuilles d’Abelmoschus esculentus (L.) âgées de deux mois (test de Newman-Keuls). 

 Sans bentonite 3.5% bentonite 7% bentonite 

Témoin 100mM 300mM 0mM 100mM 300mM 0 mM 100mM 300mM 

Sans 

bentonite 

Témoin   0,000** 0,000** 0,034* 0,000** 0,000** 0,833 0,949 0,025* 

100mM   0,000** 0,000** 0,788 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 

300mM    0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 

3.5% 

bentonite 

0mM     0,000** 0,000** 0,031* 0,015* 0,774 

100mM      0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 

300mM       0,000** 0,000* 0,000** 

7% 

bentonite 

0mM        0,923 0,028* 

100mM         0,020* 

300mM          
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Tableau17. Comparaison des moyennes de la teneur en H2O2 des racines d’Abelmoschus esculentus (L.) âgées de deux mois (test de Newman-Keuls). 

 Sans bentonite 3.5% bentonite 7% bentonite 

Témoin 100mM 300mM 0mM 100mM 300mM 0 mM 100mM 300mM 

Sans 

bentonite 

Témoin   0,000** 0,000** 0,001** 0,000** 0,171 0,354 0,430 0,001** 

100mM   0,000** 0,000** 0,721 0,012* 0,008** 0,006** 0,000** 

300mM    0,858 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,655 

3.5% 

bentonite 

0mM     0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,804 

100mM      0,020* 0,011* 0,006** 0,000** 

300mM       1,000 0,990 0,000** 

7% 

bentonite 

0mM        0,893 0,000** 

100mM         0,000** 

300mM          

 

Tableau18. Comparaison des moyennes de la teneur en polyphénols totaux des feuilles d’Abelmoschus esculentus (L.) âgées de deux mois (test de Newman-

Keuls). 

 Sans bentonite 3.5% bentonite 7% bentonite 

Témoin 100mM 300mM 0mM 100mM 300mM mM 100mM 300mM 

Sans 

bentonite 

Témoin   0,005** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 

100mM   0,001** 0,189 0,000** 0,000** 0,002** 0,001** 0,000** 

300mM    0,020* 0,812 0,713 0,640 0,830 0,000** 

3.5% 

bentonite 

0mM     0,008** 0,007** 0,024* 0,022* 0,000** 

100mM      0,923 0,659 0,783 0,000** 

300mM       0,594 0,571 0,000** 

7% 

bentonite 

0mM        0,772 0,000** 

100mM         0,000** 

300mM          
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Tableau19. Comparaison des moyennes de la teneur en polyphénols totaux des racines d’Abelmoschus esculentus (L.) âgées de deux mois (test de Newman-

Keuls). 

 Sans bentonite 3.5% bentonite 7% bentonite 

Témoin 100mM 300mM 0mM 100mM 300mM 0 mM 100mM 300mM 

Sans 

bentonite 

Témoin   0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 

100mM   0,000** 0,560 0,003** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 

300mM    0,000** 0,000** 0,180 0,079 0,017* 0,013* 

3.5% 

bentonite 

0mM     0,002** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 

100mM      0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 

300mM       0,996 0,307 0,166 

7% 

bentonite 

0mM        0,451 0,342 

100mM         0,939 

300mM          

 

Tableau20. Comparaison des moyennes de la teneur en flavonoïdes des feuilles d’Abelmoschus esculentus (L.) âgées de deux mois (test de Newman-Keuls). 

 Sans bentonite 3.5% bentonite 7% bentonite 

Témoin 100mM 300mM 0mM 100mM 300mM 0 mM 100mM 300mM 

Sans 

bentonite 

Témoin   0,553 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,004** 0,729 0,000** 

100mM   0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,008** 0,614 0,000** 

300mM    0,000** 0,000** 0,220 0,051 0,000** 0,000** 

3.5% 

bentonite 

0mM     0,486 0,001** 0,000** 0,000** 0,011* 

100mM      0,003** 0,000** 0,000** 0,005** 

300mM       0,006** 0,000** 0,000** 

7% 

bentonite 

0mM        0,003** 0,000** 

100mM         0,000** 

300mM          
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Tableau21. Comparaison des moyennes de la teneur en flavonoïdes des racines d’Abelmoschus esculentus (L.) âgées de deux mois (test de Newman-Keuls). 

 Sans bentonite 3.5% bentonite 7% bentonite 

Témoin 100mM 300mM 0mM 100mM 300mM 0 mM 100mM 300mM 

Sans 

bentonite 

Témoin   0,546 0,000** 0,000** 0,000** 0,004** 0,000** 0,000** 0,013* 

100mM   0,000** 0,000** 0,000** 0,012* 0,000** 0,000** 0,022* 

300mM    0,152 0,005** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 

3.5% 

bentonite 

0mM     0,070 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 

100mM      0,000** 0,008** 0,016* 0,000** 

300mM       0,239 0,132 0,516 

7% 

bentonite 

0mM        0,914 0,116 

100mM         0,085 

300mM          

 

 

Tableau22. Comparaison des moyennes de la teneur en Na+ des feuilles d’Abelmoschus esculentus (L.) âgées de deux mois (test de Newman-Keuls). 

 Sans bentonite 3.5% bentonite 7% bentonite 

Témoin 100mM 300mM 0mM 100mM 300mM 0 mM 100mM 300mM 

Sans 

bentonite 

Témoin   0,032* 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 

100mM   0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 

300mM    0,380 0,011* 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 

3.5% 

bentonite 

0mM     0,003** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 

100mM      0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 

300mM       0,121 0,170 0,000** 

7% 

bentonite 

0mM        0,801 0,000** 

100mM         0,000** 

300mM          
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Tableau23. Comparaison des moyennes de la teneur en Na+ des racines d’Abelmoschus esculentus (L.) âgées de deux mois (test de Newman-Keuls). 

 Sans bentonite 3.5% bentonite 7% bentonite 

Témoin 100mM 300mM 0mM 100mM 300mM 0 mM 100mM 300mM 

Sans 

bentonite 

Témoin   0,001** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 

100mM   0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 

300mM    0,583 0,000** 0,155 0,000** 0,000** 0,000** 

3.5% 

bentonite 

0mM     0,000** 0,188 0,000** 0,000** 0,000** 

100mM      0,000** 0,539 0,003** 0,000** 

300mM       0,000 0,000** 0,000** 

7% 

bentonite 

0mM        0,001** 0,000** 

100mM         0,000** 

300mM          

 

 

Tableau24. Comparaison des moyennes de la teneur en K+ des feuilles d’Abelmoschus esculentus (L.) âgées de deux mois (test de Newman-Keuls). 

 Sans bentonite 3.5% bentonite 7% bentonite 

Témoin 100mM 300mM 0mM 100mM 300mM 0 mM 100mM 300mM 

Sans 

bentonite 

Témoin   0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,841 0,000** 

100mM   0,678 0,000** 0,000** 0,975 0,456 0,000** 0,000** 

300mM    0,000** 0,000** 0,895 0,435 0,000** 0,000** 

3.5% 

bentonite 

0mM     0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 

100mM      0,000** 0,000** 0,000** 0,253 

300mM       0,607 0,000** 0,000** 

7% 

bentonite 

0mM        0,000** 0,000** 

100mM         0,000** 

300mM          
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Tableau25. Comparaison des moyennes de la teneur en K+ des racines d’Abelmoschus esculentus (L.) âgées de deux mois (test de Newman-Keuls). 

 Sans bentonite 3.5% bentonite 7% bentonite 

Témoin 100mM 300mM 0mM 100mM 300mM 0 mM 100mM 300mM 

Sans 

bentonite 

Témoin   0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 

100mM   0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 

300mM    0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 

3.5% 

bentonite 

0mM     0,000** 0,001** 0,000** 0,000** 0,000** 

100mM      0,518 0,000** 0,000** 0,000** 

300mM       0,000** 0,000** 0,000** 

7% 

bentonite 

0mM        0,000** 0,066 

100mM         0,000** 

300mM          

 

Tableau26. Comparaison des moyennes de la teneur en Ca++ des feuilles d’Abelmoschus esculentus (L.) âgées de deux mois (test de Newman-

Keuls). 

 Sans bentonite 3.5% bentonite 7% bentonite 

Témoin 100mM 300mM 0mM 100mM 300mM 0 mM 100mM 300mM 

Sans 

bentonite 

Témoin   0,000** 0,000** 0,000** 0,124 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 

100mM   0,008** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,973 

300mM    0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,020* 

3.5% 

bentonite 

0mM     0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 

100mM      0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 

300mM       0,007** 0,070 0,000** 

7% 

bentonite 

0mM        0,000** 0,000** 

100mM         0,000** 

300mM          
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Tableau27. Comparaison des moyennes de la teneur en Ca++ des racines d’Abelmoschus esculentus (L.) âgées de deux mois (test de Newman-

Keuls). 

 Sans bentonite 3.5% bentonite 7% bentonite 

Témoin 100mM 300mM 0mM 100mM 300mM 0 mM 100mM 300mM 

Sans 

bentonite 

Témoin   0,560 0,000** 0,217 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 

100mM   0,000** 0,170 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 

300mM    0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 

3.5% 

bentonite 

0mM     0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,001** 

100mM      0,000** 0,000** 0,000** 0,067 

300mM       0,000** 0,000** 0,000** 

7% 

bentonite 

0mM        0,888 0,000** 

100mM         0,000** 

300mM          

 

Tableau28. Comparaison des moyennes du ratio K+/Na+ des feuilles d’Abelmoschus esculentus (L.) âgées de deux mois (test de Newman-Keuls). 

 Sans bentonite 3.5% bentonite 7% bentonite 

Témoin 100mM 300mM 0mM 100mM 300mM 0 mM 100mM 300mM 

Sans 

bentonite 

Témoin   0,040* 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 

100mM   0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 

300mM    0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 

3.5% 

bentonite 

0mM     0,013* 0,000** 0,000** 0,012 0,985 

100mM      0,023* 0,068 0,828 0,007** 

300mM       0,374 0,024* 0,000** 

7% 

bentonite 

0mM        0,104 0,000** 

100mM         0,004** 

300mM          
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Tableau29. Comparaison des moyennes du ratio K+/Na+ des racines d’Abelmoschus esculentus (L.) âgées de deux mois (test de Newman-Keuls). 

 Sans bentonite 3.5% bentonite 7% bentonite 

Témoin 100mM 300mM 0mM 100mM 300mM 0 mM 100mM 300mM 

Sans 

bentonite 

Témoin   0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 

100mM   0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 

300mM    0,789 0,861 0,566 0,667 0,658 0,735 

3.5% 

bentonite 

0mM     0,899 0,938 0,834 0,765 0,910 

100mM      0,977 0,756 0,570 0,884 

300mM       0,887 0,863 0,934 

7% 

bentonite 

0mM        0,888 0,987 

100mM         0,986 

300mM          

 

Tableau30. Comparaison des moyennes du Ca++/Na+ des feuilles d’Abelmoschus esculentus (L.) âgées de deux mois (test de Newman-Keuls). 

 Sans bentonite 3.5% bentonite 7% bentonite 

Témoin 100mM 300mM 0mM 100mM 300mM 0 mM 100mM 300mM 

Sans 

bentonite 

Témoin   0,690 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 

100mM   0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 

300mM    0,000** 0,000** 0,001** 0,003** 0,000** 0,000** 

3.5% 

bentonite 

0mM     0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 

100mM      0,000** 0,000** 0,000** 0,041* 

300mM       0,510 0,036* 0,000** 

7% 

bentonite 

0mM        0,019* 0,000** 

100mM         0,000** 

300mM          
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Tableau31. Comparaison des moyennes du Ca++/Na+ des racines d’Abelmoschus esculentus (L.) âgées de deux mois (test de Newman-Keuls). 

 Sans bentonite 3.5% bentonite 7% bentonite 

Témoin 100mM 300mM 0mM 100mM 300mM 0 mM 100mM 300mM 

Sans 

bentonite 

Témoin   0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 

100mM   0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 0,000** 

300mM    0,343 0,087 0,586 0,054 0,059 0,125 

3.5% 

bentonite 

0mM     0,227 0,299 0,255 0,299 0,400 

100mM      0,045* 0,793 0,878 0,936 

300mM       0,019* 0,020* 0,056 

7% 

bentonite 

0mM        0,925 0,571 

100mM         0,785 

300mM          
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Tableau1. Matrice de corrélation (ACP) entre : salinité, substrat, RWC, RWL, 

résistance stomatique (rs) et conductance stomatique (cs). 

 

 Substrat salinité RWC RWL rs cs 

Substrat 1 -0.000 -0.056 -0.674** 0.024 -0.083 

salinité  1 -0.255 -0.380 0.943** 0.903** 

RWC   1 0.254 -0.142 0.280 

RWL    1 -0.372 0.502** 

rs     1 -0.812** 

cs      1 

 

Tableau2. Matrice de corrélation (ACP) entre : salinité, substrat, chl a, chlo b et carot. 

 

 Substrat salinité chl a chl b carot 

Substrat 1 -0.000 0.367 0.463* 0.284 

salinité  1 -0.380 0.031 -0.403 

chl a   1 0.485* 0.961** 

chl b    1 0.255 

carot     1 

 

Tableau3. Matrice de corrélation (ACP) entre : salinité, proline, protéines et sucres, 

sous substrat sans bentonite. 

 

 salinité proline protéines Sucres  

salinité 1 0.908** -0.010 0.770** 

proline  1 0.006 0.714** 

protéines   1 0.360 

sucres    1 

 

 

Tableau4. Matrice de corrélation (ACP) entre : salinité, proline, protéines et sucres, 

sous substrat 3.5% bentonite. 

 

 salinité proline protéines Sucres  

salinité 1 0.663** 0.090 0.074 

proline  1 0.304 0.604** 

protéines   1 0.648** 

sucres    1 
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Tableau5. Matrice de corrélation (ACP) entre : salinité, proline, protéines et sucres, 

sous substrat 7% bentonite. 
 

 salinité proline protéines Sucres  

salinité 1 -0.395 -0.111 0.785** 

proline  1 0.130 -0.484* 

protéines   1 0.428* 

sucres    1 

 

Tableau6. Matrice de corrélation (ACP) entre : salinité, flavonoïdes, H2O2, 

polyphénols et MDA, sous substrat sans bentonite. 
 

 salinité flavonoïdes H2O2 polyphénols MDA 

salinité 1 0.556** 0.455* -0.341 0.335 

flavonoïdes  1 0.647** -0.66** 0.530* 

H2O2   1 0.579* 0.914** 

polyphénols    1 0.620** 

MDA     1 

 

 

Tableau7. Matrice de corrélation (ACP) entre : salinité, flavonoïdes, H2O2, 

polyphénols et MDA, sous substrat 3.5% bentonite. 
 

 salinité flavonoïdes H2O2 polyphénols MDA 

salinité 1 -0.299 0.543* -0.278 -0.640** 

Flavonoïdes  1 0.477* 0.867** 0.476* 

H2O2   1 0.604** -0.244 

polyphénols    1 0.342 

MDA     1 

 

Tableau8. Matrice de corrélation (ACP) entre : salinité, flavonoïdes, H2O2, 

polyphénols et MDA, sous substrat 7% bentonite. 

 

 salinité flavonoïdes H2O2 polyphénols MDA 

salinité 1 0.18 -0.588* 0.197 0.023 

flavonoïdes  1 0.366 0.911** 0.748** 

H2O2   1 0.489 0.484* 

polyphénols    1 0.748** 

MDA     1 

 

 



ANNEXE V 

 

 

Tableau9. Matrice de corrélation (ACP) entre : salinité, Na+, K+, Ca++, K+/Na+et

 Ca++/Na+, sous substrat sans bentonite. 
 

 salinité Na+ K+ Ca++ K+/Na+ Ca++/Na+ 

salinité 1 0.767** -0.288 0.776** -0.643** -0.722** 

Na+  1 -0.098 0.398 -0.547* -0.862** 

K+   1 -0.407 0.742** 0.028 

Ca++    1 -0.823** -0.284 

K+/Na+     1 0.648** 

Ca++/Na+      1 

 

 

Tableau10. Matrice de corrélation (ACP) entre : salinité, Na+, K+, Ca++, K+/Na+et

 Ca++/Na+, sous substrat 3.5% bentonite. 
 

 salinité Na+ K+ Ca++ K+/Na+ Ca++/Na+ 

salinité 1 0.138 0.616** 0.864** 0.626** 0.696** 

Na+  1 0.725** 0.140 -0.304 -0.344 

K+   1 0.718** 0.415* 0.354 

Ca++    1 0.751** 0.826** 

K+/Na+     1 0.944** 

Ca++/Na+      1 

 

Tableau11. Matrice de corrélation (ACP) entre : salinité, Na+, K+, Ca++, K+/Na+et

 Ca++/Na+, sous substrat 7% bentonite. 

 

 salinité Na+ K+ Ca++ K+/Na+ Ca++/Na+ 

salinité 1 0.272 -0.378 -0.090 -0.384 -0.238 

Na+  1 -0.788** -0.865** -0.781** -0.909** 

K+   1 0.080 0.979** 0.918** 

Ca++    1 0.932** 0.984** 

K+/Na+     1 0.971 

Ca++/Na+      1 

 
 
 

 

 

 

  


